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1. Einleitung 
Die Methode des Tissue Engineerings beschreibt einen interdisziplinären Ansatz zur 
Wiederherstellung erkrankter oder geschädigter Gewebe und Organe in ihrer Funktion 
bzw. deren vollständigen Ersatz auf der Basis autologer Zellkonstrukte. Es handelt sich 
hierbei um ein vergleichsweise junges Forschungsgebiet, auf dem durch die 
erfolgreiche Zusammenarbeit verschiedener Disziplinen wie z.B. der Zellbiologie, der 
Biomedizin, der Biomaterialforschung, den Ingenieurswissenschaften und 
unterschiedlichen Bereichen der Chirurgie in den letzten drei Jahrzehnten große 
Fortschritte gemacht worden sind. 
In den Anfängen des Tissue Engineerings lag der Schwerpunkt zunächst auf der 
Identifizierung geeigneter Zellquellen oder der Optimierung von Trägerstrukturen und 
Kulturbedingungen, jedoch erkannte man schon bald eine wesentliche Determinante 
der mechanischen Stabilität und Langlebigkeit eines gezüchteten Gewebes: die 
Extrazelluläre Matrix (EZM). Sie stellt keineswegs ein statisches Konstrukt dar, wie 
lange vermutet, sondern bildet ein fein reguliertes, komplexes Gefüge, welches auf 
vielfältige Weise mit den eingebetteten Zellen interagiert. Dabei ist der Reifezustand 
der EZM maßgeblich für die Festlegung des Implantationszeitpunkts des gezüchteten 
Gewebes, jedoch fehlt es bisher leider an etablierten Verfahren, um die Reifung der 
EZM im Tissue Engineering-Prozess „online“ und nicht-destruktiv nachzuvollziehen. 
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2. Zielsetzung dieser Dissertation 
Diese Dissertation verfolgt zwei Ziele: In den Kapiteln drei und vier sollen die 
Grundlagen des Tissue Engineerings vermittelt und die biochemischen Eigenschaften 
wichtiger Komponenten der EZM und ihre Interaktionen betrachtet werden.  
In dem anschließenden, experimentellen Teil der Dissertation soll ein Verfahren 
evaluiert werden, mit dem der Reifungsprozess der EZM „online“ während der in vitro-
Phase des Tissue Engineering-Prozesses anhand der Messung von Markern im 
Bioreaktormedium überwacht werden kann, ohne das entstehende Gewebe zu 
beschädigen. Die EZM-Synthese soll dabei am Beispiel von sulfatierten 
Glykosaminoglykanen (sGAG) verfolgt werden, welche ubiquitär exprimiert werden 
und von der Organisation der Basalmembranen bis zu Stoßdämpfereigenschaften im 
Knorpel unzählige wichtige Funktionen übernehmen.  
Diese Arbeit ist ein Teil des Projekts „Online-Marker der Gewebsentwicklung im 
Kardiovaskulären Tissue Engineering“ und ist unseres Wissens nach der erste Versuch, 
den Reifungsprozess eines „tissue engineerten“ Gewebes anhand der Messung von 
„Online-Markern“ im Bioreaktormedium nachzuvollziehen. Um eine umfassende 
Aussage über den Reifezustand dieses Gewebs anhand der EZM-Entwicklung zu 
treffen, wurden im Rahmen des Projekts neben sGAG auch andere strukturgebende 
EZM-Komponenten, wie Kollagen und Elastin untersucht. Die hier gewonnen 
Erkenntnisse tragen einen wichtigen Anteil in der Entwicklung einer beständigen und 
nicht-destruktiven Methode zum Monitoring der Reifung tissue engineerter Gewebe 
bei. 
Das übergreifende Ziel des Projekts, die Etablierung eines Repertoires an definierten 
und kommerziell erhältlichen Assays zur nicht-destruktiven Bestimmung des 
Reifezustands eines tissue engineerten Gewebes im Sinne einer Qualitätskontrolle zur 
Festlegung des optimalen Implantationszeitpunkts, fand Eingang in den Artikel „Non-
Destructive Analysis of Extracellular Matrix Development in Cardiovascular Tissue-
Engineered Constructs “, welcher in diesem Jahr erschienen ist. 
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3. Grundlagen des Tissue Engineerings 
Die Idee des rekonstruktiven Ersatzes von Geweben oder Organen reicht weit in die 
Vergangenheit zurück; so wurde bereits 1000 v. Chr. über Nasentransplantationen in 
Indien oder viele Jahrhunderte später über Cornea-und Hauttransplantationen im 18. 
bzw. 19. Jahrhundert berichtet 1. 
An die Operationsmethoden, die hygienischen Verhältnisse und die Wundbehandlung 
von damals mag man heute gar nicht denken, aber auch heutige, etablierte Verfahren 
zum Ersatz geschädigter Organe, Implantate oder extrakorporale medizinische 
Hilfsmittel haben Nachteile und bergen einige Risiken. Zum einen können sie in 
wenigen Fällen die Ersatzfunktion vollständig und ohne Einschränkungen übernehmen, 
zum anderen sind neben den üblichen Operationsrisiken auch inflammatorische 
Reaktionen auf prothetisches Fremdmaterial mit konsekutiver verschlechterter 
Einheilung des Implantats zu berücksichtigen. Außerdem verfügen synthetische 
Implantate nicht über die Fähigkeit, mit dem Empfänger zu wachsen, was 
insbesondere bei Kindern häufige Reoperationen nötig macht, die, wenn man an 
kongenitale Herzerkrankungen denkt, zum Teil auch lebensbedrohlich sein können. Ein 
weiterer Nachteil synthetischer Implantate ist der, dass sie längst nicht in allen 
benötigten Größen zur Verfügung stehen. Neben der Implantation synthetischer 
Implantate bietet sich die Möglichkeit der Transplantation. Hier müssen zunächst eine 
Reihe von Vorbedingungen erfüllt sein, wie, um zwei Beispiele zu nennen, die 
Blutgruppen-und HLA-Kompatibilität. Trotz der größtmöglichen 
Empfängerkompatibilität ist in vielen Fällen nach einer Transplantation eine 
Immunsuppression notwendig, die natürlich weitere Risiken birgt. Neben der Gefahr 
der Abstoßungsreaktion eines Transplantats muss darüber hinaus berücksichtigt 
werden, dass die Zahl der benötigten Organe bei Weitem die Zahl der Spender 
übersteigt.  
Dem gegenüber stehen die Vorteile tissue engineerter Organe: sie sollen verträgliche, 
langlebige und im besten Fall gegenüber Infektionen resistente Konstrukte mit der 
Fähigkeit zum „self-repair“ sein, die das Potenzial besitzen im Empfänger 
mitzuwachsen, einfach zu implantieren sind und darüber hinaus ein gutes Kosten-
Nutzen-Verhältnis aufweisen. 
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Einige Meilensteine im Tissue Engineering sind u.a. die Entwicklung autologer 
Gefäßprothesen 2 und Herzklappen 3,4,5, Fortschritte in der Entwicklung eines 
extrakorporalen Leberersatzes 6,7,8 sowie die Implantation tissue engineerter Organe, 
wie z.B. der Trachea 9,10, der Harnblase 11 oder sogar von Lungengewebe 12. 
Der Begriff „Tissue Engineering“ wurde zum ersten Mal von Fung auf einer Konferenz 
der National Science Foundation (NSF) im Jahre 1987 verwendet, um die bis dato 
vorhandenen Forschungsansätze mit dem Ziel der Wiederherstellung oder des Ersatzes 
von geschädigten Geweben und Organen unter einem Oberbegriff zu einen. Basierend 
auf der wenig später vorgeschlagenen Definition von Skalak und Fox 13 wurde im Jahre 
1993 von Vacanti und Langer folgende bis heute weit verbreitete Definition formuliert, 
die dieses neue Forschungsfeld in den Mittelpunkt des biomedizinisch-
wissenschaftlichen und auch des öffentlichen Interesses rückte: „Tissue engineering is 
an interdisciplinary field that applies the principles of engineering and the life sciences 
toward the development of biological substitutes that restore, maintain, or improve 
tissue function.“ 14 
 
5 
 
Abbildung 1: Grundprinzip des Tissue Engineerings, nach Blitterswijk, van C. Tissue 
Engineering. 1. Edition. Academic Press Series in Biomedical Engineering-London 2008: 
XV 
Wie aus Abbildung 1 hervorgeht, beginnt die Herstellung eines tissue engineerten 
Konstrukts mit der Zellspende des späteren Empfängers (1). Aufgrund der Tatsache, 
dass autologe Zellen verwendet werden, wird das Risiko einer Intoleranz-und 
nachfolgenden Abstoßungsreaktion nach Implantation des fertigen Gewebes bzw. 
Organs minimiert. Im nächsten Schritt werden die Zellen in vitro expandiert und ggf. 
durch Zugabe von Zytokinen oder der Anzucht in selektiven Nährmedien in ihrem 
Wachstum und ihrer Morphologie beeinflusst (2). Ist eine ausreichende Zahl an Zellen 
vorhanden, werden die Zellen auf ein 3-dimensionales Konstrukt, den sogenannten 
Scaffold, ausgesiedelt und unter geeigneten Bedingungen im Bioreaktor kultiviert. Der 
Scaffold dient dabei als eine Art Leitschiene, an der sich die Zellen zu einem 
funktionellen Gewebe entwickeln können (3). Er fördert dabei nicht nur die 
Zellmigration, sondern verfügt je nach Zusammensetzung über spezifische 
Eigenschaften, die die Zelladhäsion, -teilung und -differenzierung beeinflussen. Diese 
5 Quality control 
6 Implantation of construct 
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Interaktionen können entweder von in den Scaffold eingebauten Rezeptoren, wie z.B. 
Integrinen, vermittelt werden oder der Scaffold selbst bietet Bindungsstellen für 
Zelladhäsionsproteine 15. In dieser Phase des Tissue Engineering-Prozesses wird auch 
die Extrazelluläre Matrix (EZM) gebildet, die eine entscheidende Bedeutung für die 
Langlebigkeit und Stabilität des entstehenden Gewebes hat und auf deren Bedeutung 
später in dieser Arbeit noch näher eingegangen wird. Hat das tissue engineerte 
Gewebe einen gewissen Reifegrad erreicht (4), kann nach abschließender 
Qualitätskontrolle (5) die Implantation in den Empfänger erfolgen (6). In vivo wird das 
Konstrukt anschließend durch weitere Umbauvorgänge in das umgebende Gewebe 
eingebaut (7). 
 
3.1 Zellen für das Tissue Engineering 
Die für das Tissue Engineering in Frage kommenden Zellen weisen ein großes Spektrum 
auf. Es reicht von embryonalen und adulten Stammzellen 16 über Progenitorzellen 17, 
vaskuläre Myofibroblasten 2, Endothelzellen 18 und Hepatozyten 19, nur um einige 
Beispiele zu nennen. Die Entscheidung für eine Zellart richtet sich dabei in erster Linie 
nach dem zu tissue engineerenden Konstrukt, aber auch die Zellkultur betreffende 
Faktoren spielen eine Rolle.  
Im Bereich des Kardiovaskulären Tissue Engineerings werden in erster Linie 
Myofibroblasten bzw. vaskuläre smooth muscle cells (vSMCs) und Endothelzellen, u.a. 
aus Nabelschnurarterien und -venen, endotheliale Progenitorzellen, aber auch 
(mesenchymale) Stammzellen verwendet 20, 21. 
Da der Schwerpunkt dieser Arbeit auf der EZM-Bildung und Messung im 
Kardiovaskulären Tissue Engineering liegt, sollen im Folgenden einige Beispiele 
verdeutlichen, mit welchen unterschiedlichen Zellarten erfolgreich EZM gebildet 
werden kann, die der EZM des zu ersetzenden Gewebes oder Organs ähnelt.  
Die vSMCs stellen eine der am häufigsten verwendeten Zellarten für das Tissue 
Engineering von Herzklappen und Gefäßen dar. Einer ihrer wesentlichen Vorteile ist die 
verhältnismäßig einfache Gewinnung, z.B. aus Nabelschnurarterien. Die vSMCs weisen 
Eigenschaften von glatten Muskelzellen und Fibroblasten auf und sind wichtige 
Produzenten der EZM. 
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Ihr Phänotyp unterscheidet sich jedoch von dem der valvular interstitiall cells (VICs), 
den wichtigsten Produzenten der EZM der Herzklappe, die im Vergleich niedrigere 
Level an CD 90 und α-smooth muscle actin aufweisen. Da dies auch in einer 
unterschiedlichen EZM-Zusammensetzung resultiert, versuchten Appleton et al. den 
Phänotyp der vSMCs durch Behandlung mit einem Cocktail aus transforming growth 
factor β1, epidermal growth factor and platelet-derived growth factor dem der VICs 
anzugleichen. Tatsächlich konnten sie so den Phänotyp der vSMCs verändern. Sie 
stellten fest, dass die so behandelten vSMCs reduzierte Level von CD 90 und α-smooth 
muscle actin aufwiesen und eine EZM produzierten, die der physiologischen EZM einer 
Herzklappe ähnlich war 22.  
In einer Studie von Hoffmann-Kim et al. wurden Myofibroblasten unterschiedlicher 
Herkunft allgemein auf ihre Fähigkeit hin EZM zu bilden untersucht. Im Vergleich zu 
Myofibroblasten aus der Trikuspidalklappe und aus der Arteria carotis zeigten sich 
Myofibroblasten aus der Jugularvene überlegen, was die Proliferation und Produktion 
von Kollagen, Elastin und Glykosaminoglykanen anbetraf. In Bezug auf 
Proteinsynthese, mitotisches Potenzial und Morphologie ähneln sie VICs und sind 
darüber hinaus leicht für eine Biopsie zugänglich 23. 
Sogar dermale Fibroblasten wurden aufgrund ihrer einfachen Zugänglichkeit via 
Hautbiopsie als potenzielle Zellart von der Arbeitsgruppe um Tranquillo untersucht 
und erwiesen sich durchaus als geeignet für das Tissue Engineering von Herzklappen 24.  
 
3.2 Scaffolds für das Tissue Engineering 
Wie bereits zuvor erwähnt, spielen Scaffolds eine wesentliche Rolle in der 3. Phase des 
Tissue Engineerings (siehe Abbildung 1), indem sie zum einen die 3-dimensionale Form 
des zu tissue engineerenden Konstrukts vorgeben und zum anderen einen Raum 
aufspannen, in dem die Zellen proliferieren und migrieren können und der als 
Stützgerüst für die sich im Aufbau befindenden EZM-Strukturen dient. 
Scaffolds können nach verschiedenen Kriterien klassifiziert werden, z.B. nach der Art 
der verwendeten Materialien, ob resorbierbar oder nicht resorbierbar, nach ihrer 
Degradationsgeschwindigkeit, nach ihrer Mikrostruktur, ihrer Porosität oder nach 
ihren mechanischen Eigenschaften.  
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Für das Scaffoldmaterial kommen verschiedene synthetische Polymere, z.B. aus 
Polyglycolic acid (PGA) oder Polylactid (PLA), Keramiken, Hydrogele, u.a. aus Kollagen 
oder Fibrin und dezellularisierte Matrizes in Betracht 25,26,27,28. Im optimalen Fall laufen 
Degradation des Scaffolds und Gewebeneubildung parallel ab. Dabei sollten keine 
toxischen Abbauprodukte entstehen und der pH-Wert nicht in einen 
unphysiologischen Bereich absinken. 
Scaffolds, die eine höhere Porosität besitzen, weisen zwar eine verbesserte 
Nährstoffversorgung der tiefer im Scaffold liegenden Zellen auf, gleichzeitig reduziert 
sich aber auch ihre mechanische Stabilität. 
Die Wahl des Scaffolds richtet sich dabei nach dem zu tissue engineerenden Konstrukt, 
denn nicht jeder Scaffold ist für jede Applikation geeignet, wie folgendes Beispiel 
veranschaulicht: Für das Tissue Engineering eines Knochens muss die Struktur der 
Spongiosa mit einer ausgeprägten Vaskularisierung berücksichtigt werden; also ist ein 
Scaffold zu wählen, der eine hohe Porosität besitzt. Im Gegensatz dazu wird für das 
Tissue Engineering von nicht vaskularisiertem Knorpel keine hohe Porosität benötigt.  
 
3.2.1 Fibringel als Scaffold 
Ein wichtiger, seit nunmehr zwanzig Jahren durch Ye und Jockenhövel et al. etablierter 
Vertreter 29 aus der Gruppe der Hydrogele ist das Fibringel, welches sich durch seinen 
hohen Wassergehalt, seine hohe Biokompatibilität und den effizienten 
Nährstofftransport auszeichnet. Immunogene Intoleranzreaktionen sind aufgrund der 
Möglichkeit, die wesentliche Komponente des Scaffolds, das Fibrinogen, autolog aus 
dem Blut des Implantatempfängers zu isolieren, eher unwahrscheinlich. Ein 
wesentlicher Vorteil des Fibringels besteht in der Möglichkeit im Herstellungsprozess 
des Gels die Zellen homogen zu verteilen und diese durch die kurze 
Polymerisationszeit (~ 1 min) im Gel eingekapselt zu fixieren. Darüber hinaus kann die 
Degradation des Gels durch im Zellkulturmedium enthaltene Proteasen über die 
Zugabe von Protease-Inhibitoren gesteuert werden. In der Vergangenheit wurde zu 
diesem Zweck Aprotinin eingesetzt, welches aber aufgrund zahlreicher unerwünschter 
Ereignisse in klinischen Studien wie Herz-und Nierenversagen, Herzinfarkt oder 
Schlaganfall 2007 vom Markt genommen wurde. Als Alternative zu Aprotinin schlugen 
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Cholewinski et al. Tranexamsäure zur Kontrolle der Fibrinolyse vor, einen kompetitiven 
Inhibitor der Plasminogenaktivierung 30.  
Zu den Nachteilen des Gels gehören die Tendenz zur Schrumpfung, die insbesondere 
bei flachen Gelen auftritt, und die initiale mechanische Instabilität. Um das 
Schrumpfen des Gels zu verhindern, wurden einige Strategien vorgeschlagen, u.a. eine 
mechanische Fixierung des Gels über die Gussform oder eine biochemische Fixierung 
mit Poly-L-Lysin, wodurch zusätzlich Spannung im Gel entsteht, die nebenbei 
begünstigend auf die Kollagen-Synthese wirkt 31. Um die mechanische Stabilität zu 
verbessern können Fibringele darüber hinaus mit anderen Materialien kombiniert 
werden, z.B. mit Polyurethanen 32 oder Polycaprolactonen 33. 
Abbildung 2: REM-Aufnahme eines Myofibroblasten im Fibringel, Dissertation 
Nguyen CN. RWTH Aachen, Medizinische Fakultät. 2006. 
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3.2.2 Komponenten des Fibringels 
Die Herstellung des Fibringels beruht auf der Polymerisation von Fibrinogen zu Fibrin 
als wesentlichem Schritt der plasmatischen Blutgerinnung. Im Folgenden werden 
zunächst die Komponenten des Fibringels vorgestellt und anschließend die 
Blutgerinnungskaskade erläutert, soweit dies für das Verständnis der Fibringel-
Herstellung erforderlich ist.  
Zu den Komponenten des Fibringels gehören: 
 Fibrinogen 
 Thrombin 
 Calciumchlorid 
 Tris-Bufferd Saline 
 
Fibrinogen 
Fibrinogen ist ein 45 nm langes Glykoprotein (Molekulargewicht 340 kD), welches zur 
Gruppe der Akute-Phase-Proteine gehört und im Blut in einer Konzentration von 150-
400 mg /dl vorliegt. Es ist kommerziell als Lyophilisat erhältlich, kann aber auch im 
Sinne der größtmöglichen Biokompatibilität aus dem Patientenblut des späteren 
Implantatempfängers isoliert werden. 
Es besteht aus zwei identischen Untereinheiten, den D-Domänen, die jeweils aus drei 
400 -700 Aminosäuren umfassenden Polypeptidketten Aα, Bβ und γ aufgebaut sind 
und in der zentralen E-Region über fünf symmetrische Disulfidbrücken und einen 
„Disulfidbrückenring“ miteinander verbunden sind (siehe Abbildung 3).  
 
 
Abbildung 3: Fibrinogen-Dimer, Löffler G, Petrides PE, Heinrich PC. Biochemie & 
Pathobiochemie. 8. Auflage. Springer-Berlin Heidelberg 2006: 982 
D-Domäne 
α-C-Domäne 
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Die C-terminalen Anteile der Aα-Ketten weisen strukturelle und funktionelle 
Besonderheiten auf, weshalb sie auch als α-C-Domänen angesehen werden. Sie sind im 
Gegensatz zu den C-Termini der Bβ-und γ-Ketten hydrophil und wirken bei der 
lateralen Fibrillen-Assoziation und Ausbildung des Fibrin-Netzwerks mit. Darüber 
hinaus sind auf den α-C-Domänen Triplets der Aminosäuren Arginin, Glycin und 
Asparaginsäure, sog. RGD-Sequenzen, lokalisiert, die eine Bindung an Integrine 
(heterodimere, transmembrane Zelladhäsionsrezeptoren) und andere EZM-Moleküle 
wie Fibronektin und Laminin ermöglichen. 
Jede Aα-Kette enthält N-terminal die Fibrinopeptid A-Sequenz, die durch Abspaltung 
durch Thrombin die Polymerisationsregion EA freilegt, welche sich über die Aα-und die 
Bβ-Kette erstreckt. Diese Polymerisationsregion EA assoziiert nun mit der D-Domäne 
benachbarter Fibrinogen-Moleküle, genauer gesagt mit der sog. konstitutiven, 
komplementären Bindungsstelle DA, die C-terminal auf der γ-Kette lokalisiert ist. Durch 
die EA:DA-Assoziation bilden sich doppelsträngige Fibrillen, in denen die Fibrinogen-
Moleküle überlappend angeordnet sind. Durch laterale Fibrillen-Assoziation entsteht 
anschließend ein lösliches Fibrin-Netz, welches aufgrund fehlender kovalenter 
Bindungen noch mechanisch instabil ist. Dieser Prozess der lateralen Fibrillen-
Assoziation wird durch das Abspalten der Fibrinopeptid B-Sequenz der Bβ-Kette, 
welche mit der Bindungsstelle DB interagiert, unterstützt. Das Abspalten der 
Fibrinopeptid B-Sequenz geschieht ebenfalls durch Thrombin, läuft aber langsamer von 
statten und hat kaum eine Bedeutung für die mechanische Stabilität.  
Erst durch die Interaktion mit dem Fibrin-stabilisierenden Faktor XIIIa, einer 
Transglutaminase, die durch Thrombin aktiviert wird, werden Calcium-abhängig 
kovalente ɛ-γ-Glutamyl-Lysin-Bindungen zwischen den γ-Ketten benachbarter 
Fibrinogen-Moleküle geknüpft, wodurch das nun unlösliche Fibrin-Netz mechanische 
Stabilität erhält (siehe Abbildung 4) 34,35. 
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Abbildung 4: Kovalente ɛ-γ-Glutamyl-Lysin-Bindung zwischen den γ-Ketten 
benachbarter Fibrinogen-Moleküle durch den aktiven Faktor XIII, Löffler G, Petrides 
PE, Heinrich PC. Biochemie & Pathobiochemie. 8. Auflage. Springer-Berlin Heidelberg 
2006: 984 
 
Thrombin 
Thrombin (Faktor IIa) ist eine Serinprotease und für die Abspaltung der beiden 
Fibrinopeptide A und B des Fibrinogens und für die Aktivierung von Faktor XIIIa wie 
oben bereits dargestellt von essenzieller Bedeutung. Thrombin entsteht durch 
proteolytische Abspaltung aus der inaktiven Vorstufe Prothrombin (Faktor II) durch 
einen als Prothrombinase bezeichneten Komplex, welcher die aktivierten Faktoren X 
und V, Calcium und Phospholipide umfasst. Dieser Vorgang stellt die gemeinsame 
Endstrecke der plasmatischen Gerinnungskaskade dar. 
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Die plasmatische Gerinnungskaskade 
Folgende Abbildung 5 zeigt einen Überblick über die plasmatische Gerinnungskaskade, 
welche in einen extrinsischen und einen intrinsischen Weg unterteilt werden kann.  
 
 
Abbildung 5: Plasmatische Gerinnungskaskade, 
http://upload.wikimedia.org/wikipedia/commons/6/68/Coagulation_deutsch.png 
 
Der extrinsische Weg beginnt mit dem Tissue Factor (Thromboplastin oder auch als 
Faktor III bezeichnet), einem Membranprotein, welches konstitutiv auf nicht-
vaskulären Zellen vorhanden ist. Ist dieses nun im Blut zu finden, bedeutet das, dass 
Endothelzellen zerstört worden sein müssen. Die Blutgerinnung wird nun initiiert, 
indem der Tissue Factor zusammen mit Faktor VII, Calcium und Phospholipiden einen 
Komplex bildet, der als Serinprotease Faktor X aktivieren kann.  
Während die Aktivierung der extrinsischen Gerinnungskaskade innerhalb von 
Sekunden abläuft, beginnt der intrinsische Weg um Minuten verzögert. Er beginnt mit 
der Aktivierung von Faktor XII durch endogene Faktoren wie z.B. Präkallikrein oder 
hochmolekulares Kininogen, wodurch nachfolgend die Faktoren XI, IX und VIII aktiviert 
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werden, wobei die letzten beiden schließlich den sog. Tenase-Komplex bilden. Dieser 
ist nun auch in der Lage Faktor X zu aktivieren, um damit die gemeinsame Endstrecke 
von extrinsischer und intrinsischer Gerinnungskaskade zu starten 36.  
 
Calciumchlorid (CaCl2) 
CaCl2 spielt in zweierlei Hinsicht eine entscheidende Rolle in der Herstellung des 
Fibringels in vitro. Zum einen werden Calcium-Ionen für die Aktivierung von Faktor XIII 
zur Ausbildung kovalenter Quervernetzungen der Fibrinogenmonomere benötigt 37, 
zum anderen hat CaCl2 einen Einfluss auf die Dicke der Fibrinfasern. Dieser Effekt ist 
folgendermaßen zu erklären: Fibrinogen besitzt an den Positionen Bβ364 und γ52 
terminale, über Asparaginsäure gekoppelte N-Acetylneuraminsäuren, die zu einer 
elektrostatischen Abstoßung unter den Fibrinogenmonomeren führen, was wiederum 
die Ausbildung eines Fibrin-Netzes behindert. Dang et al. konnten zeigen, dass durch 
die Zugabe von Calcium-Ionen diese Wirkung der N-Acetylneuraminsäuren deutlich 
vermindert werden kann, die laterale Aneinanderlagerung der Fibrinogenmonomere 
nicht mehr behindert wird, dies zu dünneren Fibrinfasern und zu einer verbesserten 
Polymerisation führt 38.  
 
Tris-Bufferd Saline (TBS) 
Um die Zellen nach dem Abtrypsinieren aus den Kulturflaschen in das Fibringel zu 
überführen, dient TBS. Die Zellen sind im TBS-Puffer bis zum endgültigen Guss des 
Fibringels in einer isoosmotischen Umgebung; darüber hinaus ist der stabile, 
physiologische pH-Wert von 7,4 vorteilhaft. 
 
3.3 Bioreaktoren für das Tissue Engineering 
Wie bereits zuvor erwähnt kommen Bioreaktoren in der 3. Phase des Tissue 
Engineering-Prozesses zum Einsatz, wenn der mit Zellen besiedelte Scaffold unter 
geeigneten Bedingungen kultiviert werden soll. Der Bioreaktor stellt eine definierte, 
kontrollier-und reproduzierbare Umgebung zur Verfügung, die je nach Anwendung 
eine statische oder eine dynamische Kultivierung z.B. durch Applikation von 
mechanischem Stress ermöglicht.  
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Beobachtet und kontrolliert werden sollen beispielweise Temperatur, Gase, pH-Wert, 
Drücke, die z.B. durch Perfusion eines Gefäßkonstrukts auf dieses einwirken, oder auch 
Stoffwechselparameter wie Glucose (siehe Abbildung 6). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 6: Schematische Repräsentation der Schlüsselfunktionen eines 
Bioreaktors 
 
 
 
 
Aufrechterhaltung kontrollierter Kulturbedingungen 
CONTROL UNIT 
MONITORING UNIT 
Kulturmedium   Temperatur  Gase 
T °C  pCO2  pH  andere Parameter 
Dynamische / Statische Kultivierung 
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4. Die Extrazelluläre Matrix und ihre Bedeutung für das Tissue Engineering 
Während im vorangegangenen Kapitel grundlegende Begriffe des Tissue Engineerings 
erläutert wurden, soll nun näher auf den Aufbau und die einzelnen Komponenten der 
Extrazellulären Matrix eingegangen werden. 
Die EZM umfasst neben Wasser und Elektrolyten eine Vielzahl an Makromolekülen, die 
strukturelle und funktionelle Eigenschaften von Geweben oder Organen definieren. Sie 
wird von den in ihr eingebetteten Zellen, vor allem (Myo-)Fibroblasten, 
Chondroblasten, Osteoblasten, Endothelzellen und glatten Muskelzellen synthetisiert 
und in den Extrazellularraum sezerniert. Die EZM hält die Gewebeform aufrecht und 
verankert die Zellen in einem Raum, in dem sie proliferieren, migrieren und 
differenzieren können. Ihre Zusammensetzung ist dabei keineswegs statisch: die EZM 
unterliegt einem dynamischen Remodeling-Prozess, der durch Serinproteasen und 
verschiedene Mitglieder der Matrix-Metalloproteinasen (MMPs) ausgeführt wird. 
Letztere stehen in einem fein regulierten Gleichgewicht mit ihren Inhibitoren, den 
tissue inhibitors of metalloproteinases (TIMPs).  
Die Funktionen der EZM sind nach Rozario et al. wie folgt 39 : 
 Unterstützung der Zellmigration 
 Aufrechterhaltung der Gewebeform 
 Vermittlung und Regulation der Wirkung von Wachstumsfaktoren 
 Übertragung mechanischer Signale auf die Ebene der Zellen über das 
Zytoskelett 
 
4.1 Komponenten der Extrazellulären Matrix 
Die herkömmliche Unterteilung der EZM in Grundsubstanz und Fasern ist für diese 
Darstellung nicht von Relevanz. Stattdessen sollen im Folgenden anhand ihrer Funktion 
vier Hauptgruppen der EZM-Moleküle unterschieden werden:  
1. Kollagene 
2. Elastin 
3. nichtkollagene Glykoproteine 
4. Glykosaminoglykane und Proteoglykane 
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Für das Tissue Engineering ist ein grundlegendes Verständnis dieser Komponenten von 
Bedeutung, wobei der Schwerpunkt dieser Arbeit auf den sulfatierten 
Glykosaminoglykanen liegt, da diese auf ihr Potenzial als Medium-Marker für die EZM-
Synthese untersucht werden sollen.  
 
4.1.1 Kollagene 
Kollagene stellen mit 30 % aller Körperproteine die größte Fraktion der EZM-Proteine 
dar. Sie sind wichtig für die funktionale Integrität von Knochen, Knorpel, Haut und 
Sehnen. Im Kardiovaskulären System verhindern vor allem die fibrillären Kollagene I 
und III der Tunica adventitia die Ruptur von Blutgefäßen bei hohen Blutdrücken 40. In 
der EZM von Herzklappen spielen sie eine wichtige Rolle bei dem suffizienten 
Klappenschluss während der Diastole, wenn die Klappensegel maximal gespannt sind 
41.  
Das Grundgerüst aller Kollagene besteht aus drei linksgängigen α-Polypeptid-Ketten, 
die umeinander gewunden eine rechtsgängige Triple-Helix bilden. Heutzutage sind 
mindestens 40 unterschiedliche α-Polypeptid-Ketten bekannt, die sich zu 28 
verschiedenen Tropokollagenenen zusammenlagern 42. 
 
Die Primärstruktur der α-Polypeptid-Ketten weist ein charakteristisches, sich 
wiederholendes Aminosäuretriplet aus Glycin-X-Y auf, wobei die Position X meist durch 
Prolin, die Position Y meist durch Hydroxyprolin, eingenommen wird 43. 
 
Aufgrund ihrer molekularen und supramolekularen Struktur kann man die Kollagen-
Familie in folgende Unterkategorien einteilen 44: 
 
1. Fibrillen-bildende Kollagene (I, II, III, V und XI) 
2. Netzwerk-bildende Kollagene (IV, VIII und X) 
3. Fibrillen-assoziierte Kollagene mit unterbrochenen Triple-Helices  
(sog. FACIT-Kollagene: IX, XII, XIV, XVI und XIX) 
4. Transmembrane Kollagene (XIII und XVII) 
5. andere Typen von Kollagenen 
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Prokollagenbiosynthese 
Die folgende Beschreibung des intra-und extrazellulären Prozessings von Prokollagen 
bezieht sich hauptsächlich auf die Biosynthese der Fibrillen-bildenden Kollagene I und 
III, da diese in vergangenen Studien am besten untersucht wurden. 
 
Intrazelluläres Prozessing der Prokollagenbiosynthese 
Eine Übersicht über das intrazelluläre Prozessing der Prokollagenbiosynthese zeigt 
Abbildung 7. Nach der Transkription des Genes des entsprechenden Kollagentyps wird 
eine etwa 3000 Bp große mRNA gebildet, die im Anschluss am rauen 
Endoplasmatischen Retikulum (rER) in eine prepro-α-Kette translatiert wird (1). Nach 
proteolytischer Abspaltung des N-terminalen Signalpeptids wird die pro-α-Kette ins 
Lumen des rER transloziert und ein Teil der Prolin-und Lysin-Reste durch die Prolyl-4-
Hydroxylase, welche als Kofaktoren α-Ketoglutarat, Eisen-Ionen und Ascorbinsäure 
benötigt, und durch die Lysyl-Hydroxylase hydroxyliert 45,46. Dann werden einzelne 
Hydroxylysin-Reste glykosyliert und die Polypeptidkette freigesetzt. 
Sobald dieser Vorgang abgeschlossen ist, beginnt die als Trimerisierung bezeichnete 
Faltung des Prokollagen-Moleküles am C-terminalen Ende. Dazu lagern sich drei pro-α-
Ketten an ihren C-terminalen Propetiden zusammen und werden über die Disulfid-
Isomerase miteinander verknüpft 47; im Anschluss erfolgt die Ausbildung der Triple-
Helix von C-nach N-terminal (2).  
Spätere posttranslationale Modifikationen beinhalten u.a. die Hydroxylierung von 
Prolin an der X-Position zu Hydroxyprolin (3). Diese Hydroxylierungen sind essenziell 
für die Stabilität des entstehenden Prokollagen-Moleküls, da sie dessen Schmelzpunkt 
und damit die Temperatur, bei der sich das Prokollagen wieder entfalten würde, 
herauf setzen und so eine Degradation entfalteter Prokollagene verhindern 48. Eine 
wichtige Rolle spielt in dieser Phase das im ER lokalisierte Chaperon heat shock protein 
47 (HSP 47), welches in der Lage ist, sowohl an gefaltetes als auch an ungefaltetes 
Prokollagen zu binden. Es wird vermutet, dass HSP 47 u.a. die intrazelluläre 
Prokollagen-Degradation verhindert und zusammen mit dem Vesikel beschichtenden 
Protein COP II den Transport in Richtung Golgi-Apparat fördert (4) 44. Während der 
Passage im Golgi-Apparat lagern sich mehrere Prokollagene zu Aggregaten zusammen 
(5). Anschließend bilden sich aus dem Golgi-Apparat sakkuläre Strukturen sog. Golgi-
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to-plasma-membrane-transport-compartiments (GPCs) aus, die Bündel von 
Prokollagenen enthalten und diese an die Plasmamembran befördern (6) 49.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 7: Intrazelluläres Prozessing der Prokollagenbiosynthese und Freisetzung 
von Prokollagen 
 
Extrazelluläres Prozessing der Prokolllagenbiosynthese 
Die folgende Abbildung 8 beschreibt schematisch das extrazelluläre Prozessing der 
Prokollagenbiosynthese. Nachdem das Prokollagen-Molekül in den Extrazellularraum 
sezerniert worden ist, werden die C-und N-terminalen Signalpeptide durch Proteasen 
abgespalten und damit das Tropokollagen gebildet (7) 50. Damit steht der 
Fibrillogenese nichts mehr im Wege und die Tropokollagen-Moleküle lagern sich unter 
der Mithilfe des EZM-Proteins Fibronektin 51 aufgrund hydrophober und 
elektrostatischer Wechselwirkungen zwischen Aminosäuren in vier 67 nm langen 
Golgi 
 
 
COPII 
 
 
 
 
rE
R 
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Domänen (D1-D4) mit einem Abstand von 67 nm zusammen (sog. D-Stagger), was die 
charakteristische, elektronenmikroskopische Querstreifung erklärt (8) 52 .  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 8: Extrazelluläres Prozessing der Prokollagenbiosynthese 
 
4.1.2 Elastin 
Elastin ist ein wichtiger Bestandteil elastischer Fasern, die in Geweben vorkommen, die 
reversibel dehnbar sind, z.B. der Lunge, in den Ligamenta flava, in der Haut oder im 
elastischen Knorpel. In den herznahen Arterien vom elastischen Typ sind elastische 
Fasern in der Tunica media in einem komplexen Netzwerk mit Proteoglykanen 
verbunden und übertragen mechanische Scherkräfte auf Kollagenfasern der Adventitia 
40. Auch in der EZM von Herzklappen sind elastische Fasern eingebaut: durch ihre 
dynamischen Rückstellkräfte ermöglichen sie eine Reduktion der Klappensegelfläche 
während der Systole und tragen somit zur adäquaten Funktion der Herzklappen bei 41. 
 
Zu den Produzenten von Elastin gehören glatte Muskelzellen, Endothelzellen, 
Chondrozyten und Fibroblasten 53. Elastische Fasern sind extrem dehnbar und können 
sich bereits bei geringen Zugkräften auf das Zweieinhalbfache verlängern. Um eine 
Überdehnung oder Zerreißung der Fasern zu verhindern, enthalten die Fasern 
nichtelastische Kollagenfasern 54. Elastische Fasern bestehen aus einem amorphen 
Kern aus quervernetzten Tropoelastin-Molekülen, der über 90 % der Faser ausmacht 
und von Mikrofibrillen, hauptsächlich von Fibrillin, ummantelt ist 55. Neben den 
 
 
21 
Fibrillen enthält die elastische Faser noch einige weitere Komponenten, u.a. die beiden 
Mikrofibrillen-assoziierten Glykoproteine MAGP 1 und 2 56, das Elastin-bindende 
Protein 57 und die Lysyloxidase, ein Enzym, das für die Quervernetzung des Elastinkerns 
verantwortlich ist 58.  
 
Biosynthese von Tropoelastin 
Die Biosynthese von Tropoelastin ähnelt der von Kollagen insofern, als das monomere 
Tropoelastin über das rER und den Golgi-Apparat als sekretorisches Vesikel in den 
Extrazellularraum gelangt. Die Biosynthese von Elastin wird von vielen Faktoren 
beeinflusst. Dazu zählen u.a. Transforming Growth Factor β1 59, Insulin-like Growth 
Factor I 60, Vitamin D 61 und Interleukin β1 62. 
 
Extrazellulärer Zusammenbau der elastischen Faser und Quervernetzung 
Die folgende Abbildung 9 zeigt schematisch den extrazellulären Zusammenbau der 
elastischen Faser und die Quervernetzung der Tropoelastin-Monomere.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 9: Extrazellulärer Zusammenbau der elastischen Faser  
und Quervernetzung, Löffler G, Petrides PE, Heinrich PC. Biochemie & 
Pathobiochemie. 8. Auflage. Springer-Berlin Heidelberg 2006: 725 
 
Die Tropoelastin-Monomere werden zunächst in die Nähe der Plasmamebran 
sezerniert. Dort dienen Mikrofibrillen, die vorher schon sezerniert wurden, als eine Art 
Leitschiene für die Tropoelastin-Monomere (1). Der Zusammenbau der elastischen 
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Faser wird dabei durch drei Faktoren gefördert. Zum einen wird die Bindung zwischen 
Tropoelastin und den Mikrofibrillen durch das MAGP 1 verstärkt, zum anderen wirkt 
das zusammen mit Tropoelastin sezernierte Elastin-bindende Protein als Chaperon, 
welches zunächst den intrazellulären Abbau von Tropoelastin verhindert und dann 
extrazellulär mit hochglykosylierten Mikrofibrillen in Wechselwirkung tritt und 
Tropoelastin in die Nähe dieser Mikrofibrillen bringt 63. Unterstützt wird dieser Prozess 
ferner durch die Fähigkeit des Tropoelastins zur Koazervation. Dieser Begriff 
bezeichnet die Eigenschaft von Tropoelastin ab einer Temperatur von 20° C zu 
aggregieren und damit die anschließende Quervernetzung durch die Lysyloxidase zu 
erleichtern 64. 
 
Quervernetzung der Tropoelastin-Monomere 
Die Quervernetzung der Tropoelastin-Monomere erfolgt, wie bereits zuvor erwähnt, 
über die Lysyloxidase, die mit den Mikrofibrillen assoziiert ist (2). Diese oxidiert 
ungefähr 35 von 40 Lysin-Resten zu Allysin, sodass sich unter Kondensation mit einem 
weiteren Lysin eine kovalente Bindung ausbildet. Dabei entstehen u.a. Lysinonorleucin 
und Merodesmosin sowie die elastinspezifischen ringförmigen Moleküle Desmosin und 
Isodesmosin 65. Damit ist die Synthese der elastischen Faser abgeschlossen (3). 
 
4.1.3 Nichtkollagene Glykoproteine 
Nichtkollagene Glykoproteine spielen eine wichtige Rolle in der Verknüpfung zwischen 
Zellen und Komponenten der EZM. Sie beeinflussen Proliferation, Migration und 
Differenzierung der Zellen 66 und bestehen aus langen Polypetiden, die mit kurzen 
Zuckerketten verbunden sind. Im Folgenden sollen die beiden Glykoproteine 
Fibronektin und Laminin vorgestellt werden, die für das Tissue Engineering von 
Interesse sind. 
 
4.1.3.1 Fibronektin 
Fibronektin ist einer der bekanntesten Vertreter der Glykoproteinfamilie. Es stellt die 
Verbindung zwischen den Zellen und der EZM her, beeinflusst also entscheidend die 
Zelladhäsion und -migration 67. Man unterscheidet lösliches von fibrillärem 
Fibronektin: Lösliches Fibronektin wird von Hepatozyten und Makrophagen gebildet, 
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während (Myo-) Fibroblasten, glatte Muskelzellen, Endothelzellen und Chondroblasten 
fibrilläres Fibronektin produzieren 68. Beide Typen bestehen aus 230-275 kD großen, 
ähnlich aufgebauten Polypeptiden, die C-terminal über Disulfidbrücken miteinander 
verbunden sind 69.  
 
Funktionale Domänen von Fibronektin 
Fibronektin besitzt vier Domänen, die mit verschiedenen Makromolekülen der EZM 
interagieren (siehe Abbildung 10). Dazu gehören  
 
 die Kollagen-bindende Domäne 
 die Zell-/ Integrin-bindende Domäne 
 die Fibrin-/ Faktor XIIIa-bindende Domäne 
 die Glykosaminoglykan-bindende Domäne. 
 
 
Abbildung 10: Funktionale Domänen von Fibronektin, Löffler G, Petrides PE, Heinrich 
PC. Biochemie & Pathobiochemie. 8. Auflage. Springer-Berlin Heidelberg 2006: 731 
 
Die erste Domäne von Fibronektin, die beschrieben wurde, ist die Kollagen-bindende 
Domäne. Sie ist ungefähr 30-40 kD groß und verbindet Fibronektin mit Kollagen oder 
Gelatin 68.  
Die Zell-bindende Domäne ist ungefähr 15 kD groß und im Zentrum von Fibronektin 
lokalisiert. Sie vermittelt über eine RGD-Sequenz die Bindung über auf der 
Zelloberfläche exprimierte Integrine, mit besonders hoher Affinität zu α5β1-Integrin 70. 
Diese Funktion des Fibronektins ist nicht nur wichtig für die Zellverankerung im 
entstehenden Organ oder Gewebe, sondern auch für die Aktivierung von Scaffold-
Oberflächen. 
24 
Die Fibrin-/ Faktor XIIIa-bindende Domäne spielt eine wichtige Rolle in der frühen 
Wundheilung. Der gebundene Faktor XIIIa quervernetzt dabei Fibronektin, Fibrin und 
Kollagen, welches an der Kollagen-bindenden Domäne gebunden wurde, zu einem 
Netzwerk, das anschließend Fibroblasten die Möglichkeit der Adhäsion bietet, die die 
Wundheilung initiieren 71. 
Die Glykosaminoglykan-bindende Domäne ermöglicht u.a. die Interaktion mit Heparin 
und Heparansulfaten, denen eine signifikante Bedeutung in der Organisation des 
Zytoskeletts in Wechselwirkung mit der EZM zugesprochen wird 72. 
 
4.1.3.2 Laminin 
Laminine stellen einen wesentlichen Bestandteil der Basalmembran, einer 60-100 nm 
dünnen Schicht der EZM, dar. Sie beeinflussen Wachstum und Differenzierung der 
Zellen, die interzelluläre Kommunikation, das Aussprossen von Neuriten und spielen 
eine Rolle während der Embryonalentwicklung 73.  
 
Struktur und Funktion von Laminin 
Laminin ist ein etwa 900 kD großes, ungleichmäßig glykosyliertes Protein, welches aus 
drei verschiedenen Polypetidketten α, β und γ aufgebaut ist. Zur Familie der Laminine 
gehören mindestens 15 verschiedene Isoformen, die entwicklungs-oder 
organspezifisch exprimiert werden 74.  
Die meisten Laminine verfügen über eine asymmetrische, kreuzförmige Struktur (siehe 
Abbildung 11), welche in einem engen Zusammenhang mit ihrer Funktion steht. 
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Abbildung 11: Struktur von Lamininen dargestellt an Laminin 1, Löffler G, Petrides PE, 
Heinrich PC. Biochemie & Pathobiochemie. 8. Auflage. Springer-Berlin Heidelberg 
2006: 733 
 
Laminin besteht aus einem langen und drei kurzen Armen, die eine bemerkenswerte 
Stabilität gegenüber Proteasen besitzen 75. Die einzelnen Polypetidketten bestehen aus 
je sechs Domänen und sind im Zentrum des Proteins über Disulfidbrücken miteinander 
verbunden. Die α1-Kette enthält zusätzlich noch eine C-terminale, globuläre Domäne, 
die aus fünf homologen Unterdomänen besteht, und u.a. über eine RGD-Sequenz die 
Bindung an Kollagen IV und Heparin bzw. Heparansulfate der Basalmembran vermittelt 
73. Über die N-terminale Domäne VI der kurzen Arme findet die Calcium-abhängige 
Polymerisation der Laminine statt, die als wesentlicher Schritt in der Bildung der 
Basalmembran verstanden wird. Während dieses Prozesses spielt ein Protein namens 
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Nidogen (oder auch als Entactin bezeichnet) eine wichtige Rolle, welches an die 
Domäne III der kurzen Arme bindet, und Laminin mit Kollagen IV der Basalmembran 
verknüpft 76. Darüber hinaus finden sich in den Domänen III und V 
Aminosäuresequenzen, die auch in Epidermal Growth Factor vorkommen, und den 
mitogenen Effekt Laminins vermitteln. 
 
4.1.4 Glykosaminoglykane 
Glykosaminoglykane (GAGs) stellen einen großen Anteil der EZM-Makromoleküle dar 
und bestehen aus großen Ketten von Kohlenhydraten. Sie sind wesentliche 
Bestandteile der Proteoglykane und vermitteln eine Vielzahl an Funktionen in 
Geweben; u.a. fördern sie die Angiogenese 77, wirken bei der Regulation der 
Gewebeentwicklung mit 78, dienen als Puffer gegen mechanische Kompression 79 oder 
spielen eine Rolle bei der Blutgerinnung 80. Die Anzahl der GAG-Ketten, ihre Länge und 
ihr Disaccharid-Muster variiert dabei mit ihrer Funktion und ihrer Umgebung 81. Gemäß 
ihrer unterschiedlichen chemischen Struktur können die GAGs in vier Klassen eingeteilt 
werden: 
 
 Heparin / Heparansulfat 
 Chondroitin-/ Dermatansulfat 
 Keratansulfat 
 Hyaluronsäure 
 
GAGs bestehen aus einem sich wiederholenden Muster aus Disacchariden, die aus 
einer Uronsäure und einem Hexosamin gebildet werden. Einige dieser Hexosamine 
sind zusätzlich acetyliert bzw. sulfatiert, wie die folgende Tabelle 1 zeigt 78. 
 
 
 
 
 
 
 
 
27 
Verschiedene Klassen der GAGs 
Tabelle 1: Verschiedene Klassen der GAGs 
Sie können bis auf Hyaluronsäure im rER an sog. Core-Proteine geknüpft werden und 
bilden dann funktionelle Seitengruppen der Familie der Proteoglykane. 
 
Biosynthese der GAGs 
Die Biosynthese der GAGs beginnt mit Ausnahme von Hyaluronsäure im Golgi-Apparat 
mit der O-glykosidischen Verknüpfung der GAG-Ketten an ihr Core-Protein über eine 
Seryl-Seitengruppe. Als Initiator dient dabei ein aus Glucuronsäure, Galacatose und 
Xylose bestehendes Tetrasaccharid (GlcA(β1-3)Gal(β1-3)Gal(β1-4)Xylβ1), welches allen 
GAGs gemeinsam ist. An dieses werden nun durch verschiedene Glycosyltransferasen 
Monosaccharide angehängt, und durch das Verknüpfen von Glucuronsäure und 
Glucosamin oder Galactosamin bestimmt, welches der GAGs gebildet wird (siehe 
Abbildung 12) 82. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Kategorie Uronsäure Hexosamin 
Heparin / Heparansulfat L-Iduronsäure (IdoA) /  
β-D-Glucuronsäure (GlcA) 
Glucosamin 
Chondroitin-/ 
Dermatsulfat 
β-D-Glucuronsäure /  
L-Iduronsäure 
Galactosamin 
Keratansulfat β-D-Galactose (Gal) Glucosamin 
Hyaluronsäure β-D-Glucuronsäure Glucosamin 
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Abbildung 12: Schema der Biosynthese von GAGs, Löffler G, Petrides PE, Heinrich PC. 
Biochemie & Pathobiochemie. 8. Auflage. Springer-Berlin Heidelberg 2006: 549 
 
Die Biosynthese von Hyaluronsäure unterscheidet sich von der der anderen GAGs, da 
sie, wie bereits erwähnt, nicht im Golgi-Apparat an ein Core-Protein geknüpft wird, 
sondern als nicht-sulfatiertes, freies Polymer an der Innenseite der Plasmamembran 
durch die Hyaluron-Synthasen HAS-1, -2, -3 gebildet wird 83 und anschließend in die 
EZM von Mitgliedern der ABC-Transporter-Familie transportiert wird 84. 
 
 
 
 
Xyl = Xylose; Gal = Galactose; GlcUA = Glucuronsäure;  
GalNAc = N-Acetyl-Galactosamin; GlcNAc = N-Acetyl-Glucosamin 
+ Glucosamin + Galactosamin 
Seryl-Gruppe 
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Heparin und Heparansulfat 
Der Hauptunterschied zwischen Heparin und Heparansulfaten ist der, dass Heparin nur 
in Mastzellen gefunden wird, während Heparansulfate (HSGAGs) weit verbreitet auf 
Zelloberflächlichen lokalisiert sind 85.  
Heparin trägt entscheidend zur Regulation der Blutgerinnung bei. Es beschleunigt die 
Inaktivierung von Thrombin über ein spezifisches Pentasaccharid, welches mit 
Antithrombin interagiert, um mehr als das zweitausendfache 86. 
HSGAGs nehmen eine ambivalente Rolle in Bezug auf die Beeinflussung der 
Zellmigration ein. Auf der einen Seite wurde eine Art „Barriere-Effekt“ gegen 
verschiedene Tumorzellen beobachtet, dem sich wiederum einige Tumoren durch 
Expression einer Heparanase entziehen 87, auf der anderen Seite fördern HSGAGs, auf 
der Zelloberfläche von Tumorzellen exprimiert, über autokrine und parakrine 
Signalwege Zellteilung und -migration 88.  
Inwiefern man sich die Zellmigration fördernde Wirkung für die 
Oberflächenbeschichtung von Scaffolds zu Nutze machen kann, um ein besseres 
Einwachsen der Zellen in die tieferen Schichten des Scaffolds zu erreichen, bleibt zu 
untersuchen. 
 
Chondroitin-und Dermatansulfat 
Chondroitinsulfat (CSGAG) und Dermatansulfat (DSGAG) sind Galactosaminoglykan-
Polymere, die entweder β-D-Glucuronsäure oder L-Iduronsäure enthalten. Je nach 
Gewebe sind ihre Seitengruppen an verschiedenen Positionen sulfatiert 89.  
 
CSGAGs sind wichtige Seitengruppen von Aggrecan, einem Proteoglykan, das im 
Knorpel vorkommt und aufgrund seiner dicht gepackten und negativ geladenen 
Sulfatgruppen hauptverantwortlich für dessen mechanische Eigenschaften ist 79.  
 
DSGAGs beeinflussen u.a. Zellwachstum und Wundheilung durch Bindung an 
Fibroblastic Growth Factor und regulieren die Antikoagulation, indem sie mit dem 
Heparin Co-Faktor II interagieren 90. 
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Keratansulfat 
Keratansulfate (KSGAGs) wurden im Jahre 1939 von Suzuki et al. in Extrakten der 
Kornea entdeckt und daher entsprechend benannt, sie kommen aber auch in einer 
Vielzahl anderer Gewebe vor 91. Sie bestehen aus β-D-Galactose und Glucosamin, 
fungieren in der Kornea als dynamischer Puffer der Hydratation, und sind von 
grundlegender Bedeutung für deren Transparenz, wie Studien mit Lumican-Knockout-
Mäusen zeigen. Eine Defizienz des KSGAGs tragenden Proteoglykans Lumican führte 
bei den Mäusen innerhalb von 3-6 Monaten zu einer Hornhauttrübung 92.  
 
Hyaluronsäure 
Hyaluronsäure (HA) wurde zwar bereits im Jahre 1934 biochemisch identifiziert, aber 
ihre vollständige Funktion blieb lange ungeklärt. HA gehört zu den „Big Playern“ der 
EZM und ist an einer Vielzahl von Prozessen bezüglich der EZM-Organisation beteiligt. 
Es dient auf der einen Seite als strukturgebendes Element und auf der anderen Seite 
als Signalmolekül – sogar auf intrazellulärer Ebene 93. Es ist ein sehr großes Molekül mit 
einem Molekulargewicht von bis zu 20 x 106 D, welches aus einer einzigen 
Polysaccharid-Kette besteht, die aus β-D-Glucuronsäuren und Glucosaminen aufgebaut 
ist. 
HA findet sich in zahlreichen Geweben, davon über die Hälfte in der Haut und ein 
Viertel im Skelett und in der Muskulatur 94. Der für die EZM wichtige, 
stabilitätsfördernde Effekt von HA kommt durch dessen Netzwerk-bildende, lange 
Domänen zustande.  
HA stellt eine wesentliche Komponente der EZM von Knorpel dar, in dem es stark 
negativ geladene Komplexe mit Aggrecan bildet. Diese Komplexe können Wasser 
aufnehmen und führen so zum einen zu der als Resilienz bezeichneten 
„Stoßdämpferfähigkeit“ des Knorpels und zum anderen gewährleisten sie die 
Gleitfähigkeit der von der Membrana synovialis in echten Gelenken produzierten 
Synovia (Gelenkflüssigkeit). Dabei geht HA nicht nur mit Aggrecan, sondern auch mit 
anderen Vertretern der Proteoglycan-Familie, wie z.B. Versican, Neurocan und 
Brevican eine Verbindung ein. 
Wie bereits zuvor erwähnt, ist HA in viele Signalwege eingebunden. Einige ihrer 
Interaktionspartner können als Rezeptoren identifiziert werden, wie z.B. RHAMM 
(receptor for hyaluronan-mediated motility, CD 168) oder auch CD 44, ein für die 
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Endozytose wichtiger HA-Rezeptor, der die intrazelluläre Signalwirkung von HA 
vermittelt. 
HA beeinflusst Zellwachstum und -proliferation, wie in einigen Tumorarten beobachtet 
werden konnte 95,96. Weiterhin fördert es die Wundheilung, indem es als früher 
Promoter der Entzündungsphase agiert 97 und die Differenzierung von ruhenden 
Fibroblasten in Myofibroblasten beeinflusst 98. Auch für HA bleibt zu überprüfen, ob ihr 
Effekt auf die Differenzierung von Fibroblasten für die 2. Phase der Zellexpansion und -
manipulation im Tissue Engineering-Prozess gezielt genutzt werden kann. 
 
4.1.5 Proteoglykane 
Proteoglykane (PGs) stellen eine große und heterogene Gruppe von EZM-
Makromolekülen dar, die, wie bereits erwähnt, aus Core-Proteinen bestehen, an die O-
oder N-glykosidisch GAG-Seitengruppen gebunden sind. Die Heterogenität in dieser 
Gruppe wird dadurch verstärkt, dass ein Core-Protein an verschiedene GAGs gebunden 
sein kann, die ein unterschiedliches Sulfatierungs-Muster aufweisen können. 
Die Biosynthese der PGs beginnt im rER. Nach Fertigstellung des Core-Proteins wird im 
Golgi-Apparat an eine Seryl-Seitengruppe das bereits bei der Biosynthese der GAGs 
beschriebene Tetrasaccharid geknüpft, welches als Primer für die GAG-Ketten-
Elongation durch verschiedene Glycosyltransferasen dient. Anschließend wird das PG 
in sekretorische Vesikel verpackt und entweder in die Plasmamembran eingebaut oder 
in den Extrazellularraum sezerniert. 
PGs können entweder über ihre GAG-Seitenketten oder über ihre Größe klassifiziert 
werden. Tabelle 1 zeigt noch eine weitere Klassifikationsmöglichkeit nach Schönherr 
und Hausser 99. 
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Klassifikation der Proteoglykane 
Zell-assoziierte PG Matrix-assoziierte PG 
PGs mit Transmembrandomänen Große PGs 
Syndecane PGs der Basalmembran 
 Perlecan 
 Agrin 
andere Bamacan 
CD44  
Betaglycan (TGF-β-Rezeptor III) PGs der Aggrecan / Hyalectin-Familie 
NG2 Aggrecan 
 Versican 
 Neurocan 
PGs mit Glykolipid-Anker Brevican 
Glypicane  
 Andere 
 Testican 
 Phosphacan 
  
 Kleine PGs 
 Leucin-reiche PGs 
 Decorin 
 Biglycan 
 Fibromodulin 
 Lumican 
 PRELP 
 Keratocan 
 Epiphycan (PG-Lb) 
 Mimecan (Osteoglycin) 
  
 Andere 
 PG-100 / CSF-1 (M-CSF) 
 
Tabelle 2: Klassifikation der Proteoglykane 
 
Im Folgenden sollen die Proteoglykane Aggrecan und Decorin näher vorgestellt 
werden, da anhand von Aggrecan anschaulich die Bedeutung von PGs für die EZM-
Struktur erklärt werden kann und die Expression von dem in Gefäßen und Herzklappen 
vorkommenden Decorin im Bereich des Kardiovaskulären Tissue Engineerings von 
Interesse ist. 
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Aggrecan 
Bei Aggrecan handelt es sich mit einem Core-Protein von 225-250 kD um ein sehr 
großes PG. Es gehört neben Versican, Neurocan und Brevican zur Gruppe der HA 
bindenden PGs, die auch als „Hyalectine“ bezeichnet werden. Aggrecane bilden riesige 
Aggregate in der EZM, indem bis zu 100 Aggrecane an ein sich zentral befindendes HA-
Molekül unter Vermittlung des sog. link-Proteins binden 100 (siehe Abbildung 13). 
Aggrecans Größe wird zu fast 90 % aus den GAG-Seitengruppen Chondroitinsulfat und 
Keratansulfat bestimmt 81, die aufgrund ihrer dicht gepackten negativen Ladungen 
dazu führen, dass die Aggrecan-Hyaluron-Komplexe Wasser aufnehmen können und 
damit dem Gewebe eine viskoelastische, mechanische Widerstandsfähigkeit verleihen 
101. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 13: Aggrecan-Hyaluron Komplex 
 
 
 
 
 
 
link-Protein 
 
Aggrecan 
Hyaluronsäure 
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Struktur und Biosynthese von Aggrecan 
Aggrecan besitzt drei globuläre Domänen G1-3, von denen G1 und G2, getrennt durch 
eine interglobuläre Domäne, N-terminal und G3, durch die GAG-Bindungsregion von 
G2 getrennt, C-terminal lokalisiert sind (siehe Abbildung 14).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 14: Struktur von Aggrecan 
 
Die Domäne G1 kann noch in drei unterschiedliche Unterdomänen A, B1 und B2 
unterteilt werden, wobei die B-Unterdomänen die Interaktion mit HA über so 
genannte „tandem repeat loops“ vermitteln. Diese Strukturen wurden ursprünglich im 
link-Protein entdeckt 102 und sind Teil von CD 44, einem weit verbreiteten 
Zelloberflächenrezeptor für HA 103. 
 
Die G2-Domäne enthält auch tandem repeat loops, die aber nicht an der Interaktion 
mit HA beteiligt sind 81, sondern wohl die Biosynthese regulierende Funktion haben, da 
sie beispielsweise die Sekretion von unzureichend modifiziertem Aggrecan verhindern 
104.  
 
In unmittelbarer Nachbarschaft zur G2-Domäne befindet sich die GAG-bindende 
Domäne, die ungefähr 30 Keratansulfat-Ketten enthält und deren genaue Funktion 
noch Gegenstand der Forschung ist. Nichtsdestotrotz nimmt auch diese Region, wie die 
benachbarte, bis zu 100 Chondroitinsulfat-Ketten umfassende Region Wasser auf und 
trägt entscheidend zu den viskoelastischen Eigenschaften von Aggrecan bei. 
G1- und G2-Domäne 
 
G3-Domäne 
 
Keratansulfat 
 
 
Chondroitinsulfat 
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Die G3-Domäne enthält zwei oder drei strukturelle Untereinheiten: eine Komplement-
regulierende Domäne, eine Lectin-ähnliche, Zucker-bindende Domäne und eine 
variabel exprimierte Domäne, die Epidermal Growth Factor (EGF)-ähnliche Sequenzen 
enthält.  
Die G3-Domäne hat ebenfalls neben der zuvor erwähnten Domäne G2 eine Bedeutung 
für die Synthese, Glykosylierung und Sekretion von Aggrecan, insbesondere für den 
intrazellulären Transport vom rER zum Golgi-Apparat. 
 
Funktionen von Aggrecan 
Wie bereits zuvor erwähnt ist Aggrecan das wichtigste PG im Knorpel und dient dort 
aufgrund seiner Wasser-bindenden Eigenschaften als mechanischer „Schock-
Absorber“. Gerade im Knorpel sind Aggrecane wichtige interzelluläre Vermittler 
zwischen Chondrozyten und stellen die Verbindung zwischen diesen und der EZM her 
105. 
 
Darüber hinaus führen Aggrecan-Hyaluron-Komplexe auch in anderen Geweben durch 
das Aufnehmen von Wasser zu einer Expansion der EZM, die einen neuen Raum für die 
Zellmigration schafft. 
 
Neben den hier genannten Funktionen spielen Aggrecane auch eine wichtige Rolle im 
Zentralen Nervensystem. Die Erklärung aller ihrer Funktionen würde den Rahmen 
dieser Arbeit bei Weitem übersteigen; es sei nur darauf hingewiesen, dass Aggrecanen 
eine große Bedeutung in der Bildung perineuronaler Netzwerke zugesprochen wird 106, 
und dass sie integrale Bestandteile der Basalmembran der subkortikal gelegenen 
Basalganglien darstellen 107. 
 
 
Decorin 
Der Prototyp und am besten charakterisierte Vertreter der kleinen Leucin-reichen 
Proteoglykane (SLRPs) ist Decorin, auch als PG II bezeichnet, welches aufgrund seiner 
Eigenschaft Kollagen-Fibrillen zu „dekorieren“, benannt wurde 108. Es besitzt einen 
kleinen Proteinkern von etwa 40 kD, an den eine Chondroitin-oder Dermatansulfat-
Kette sowie bis zu drei Oligosaccharide geknüpft sind 99.  
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Die wichtigste Aufgabe von Decorin ist die Förderung der korrekten Ausbildung von 
Kollagenfibrillen während des extrazellulären Processings. Darüber hinaus spielt es 
eine wichtige Rolle in der Angiogenese 109. 
 
4.2 Abbau der EZM 
Der Abbau der EZM wird, wie bereits zu Beginn dieses Kapitels erwähnt, über 
spezifische Proteasen vermittelt. Dazu zählen die beiden Serin-Proteasen tPA (tissue-
type-plasminogen activator) und uPA (urokinase-type-plasminogen-activator), die 
wiederum Plasmin aktivieren, welches z.B. Fibronektin und Laminin verdauen kann. Ein 
Großteil der Proteasen gehört zur Familie der Matrix-Metalloproteinasen (MMPs), 
deren Aktivität durch ihre Inhibtoren (TIMPs) reguliert wird. Sie werden als inaktive 
Zymogene produziert und besitzen eine konservierte Protease-Domäne, in der drei 
Histidin-Reste ein Zinkatom im katalytischen Zentrum komplexieren. Ihre C-terminalen 
Domänen sind für die Substraterkennung verantwortlich und weisen teilweise eine 
sehr hohe Spezifität auf, welche eine Einteilung in Kollagenasen, Gelatinasen, 
Stromelysine, Membran-assoziierte MMPs und andere ermöglicht 110. 
 
4.3 Bedeutung der EZM für das Tissue Engineering und Beurteilung der EZM in 
 vitro 
Aus der vorangegangen Betrachtung mag ersichtlich geworden sein, dass die EZM ein 
komplexes, dynamisches Gebilde darstellt und ein fundamentales Verständnis ihrer 
Komponenten für den Bereich des Tissue Engineerings von großem Interesse ist. In der 
Vergangenheit ist dieser Aspekt sicherlich nicht ausreichend betrachtet worden; man 
ging, wie bereits erwähnt, lange davon aus, dass die EZM lediglich ein strukturelles 
Gerüst für Gewebe und Zellen darstellte.  
Doch die EZM ist weitaus mehr als ein strukturgebendes Gerüst: sie ist eine Mischung 
aus strukturellen und funktionellen Elementen, die in einer gewebespezifischen 3-
dimensionalen Ultrastruktur angeordnet sind, die zum einen die mechanischen 
Eigenschaften eines Gewebes bestimmen und zum anderen einen Raum eröffnen, in 
dem Zellen proliferieren, migrieren, ausdifferenzieren und kommunizieren können. Die 
Langlebigkeit, Stabilität und Sicherheit eines tissue engineerten Konstrukts sind 
insbesondere davon abhängig, ob es im Rahmen des Tissue Engineering-Prozesses 
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gelungen ist, das Konstrukt den zu erwartenden Belastungen gemäß seiner 
physiologischen Makro- und Mikrostruktur entsprechend aufzubauen. Die Synthese 
der EZM-Komponenten im Tissue Engineering-Prozess kann jedoch mit den bisher 
vorhandenen Methoden während der Gewebereifung nicht ausreichend evaluiert 
werden, denn die meisten der zur Bewertung der EZM zur Verfügung stehenden 
Methoden haben eine Zerstörung der Gewebestruktur zur Voraussetzung, sodass die 
tissue engineerten Konstrukte anschließend nicht mehr in den Patienten implantiert 
werden können. Dazu zählen u.a. Methoden der Histologie und Immunhistologie, 
Nukleinsäure-Amplifikationstechniken wie die Polymerase-Kettenreaktion, Immuno-
Assays und andere photometrische Assays. 
Auf dem Gebiet der nicht-destruktiven Methoden zur Evaluation der Synthese der EZM 
wurden in jüngster Vergangenheit einige wenige Arbeiten publiziert. Weinbaum, 
Tranquillo et al. entwickelten zum Monitoring der Kollagen I-Synthese einen 
interessanten, Lumineszenz-basierten Ansatz. Sie koppelten den COL1A1-Promoter mit 
der Produktion des Glühwürmchen (Photinus pyralis)-Enzyms Luciferase, sodass bei 
der Synthese von Kollagen I gleichzeitig auch die Luciferase-Produktion initiiert wurde. 
Über die Aktivität des Enzyms, welches durch die Zugabe des Substrats Luciferin zu 
Lichtemission führte, konnten sie auf die Kollagen I-Synthese zurückschließen und 
korrelierten diese Ergebnisse mit dem Gehalt an Hydroxyprolin, einem Marker der 
Kollagen-Synthese, im Gewebe 111.  
Ein weiterer, nicht-destruktiver Ansatz zum Monitoring der Kollagen-Synthese wurde 
kürzlich von Kreitz et al. entwickelt. Sie untersuchten das Potenzial von Ultraschall für 
die quantitative in vitro Evaluation der Kollagen-Synthese, indem sie Ultraschall-
Grauwerte Myofibroblasten besiedelter Fibringele mit deren Hydroxyprolin-Gehalt 
korrelierten 112.  
Bereits seit einigen Jahren bekannt ist die Methode des Multiphotonen-Imaging, 
welche es erlaubt, EZM-Strukturen unter dem Mikroskop mit einer Eindringtiefe von 
bis zu 1 mm zu betrachten, ohne das Gewebe zu zerstören 113,114. Dabei werden nicht-
lineare, optische Effekte mit Hilfe eines starken, fokussierten Laserstrahls erzeugt, die 
aufgrund des Zusammenspiels mehrerer gleichzeitig in einem Molekül eintreffenden 
Photonen entstehen. Die Methode ist zwar an und für sich sehr vielversprechend zur 
Beurteilung von EZM-Strukturen, aber ihr wesentlicher Nachteil ist der, dass das dafür 
benötigte Equipment sehr teuer ist. Außerdem ist die technische Umsetzbarkeit bzw. 
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die Frage der Sterilität bei der Integration des Mikroskops in den Bioreaktor individuell 
zu klären. 
Wie diese Arbeiten zeigen, besteht ein verstärktes Interesse an der Etablierung einer 
nicht-destruktiven Messmethode, mit der eine Aussage über die Produktion von EZM-
Komponenten und deren Gehalt in tissue engineerten Konstrukten getroffen werden 
kann. Diese Methode sollte sicher, valide und reliabel sein, kostengünstig und einfach 
zu beschaffen, um einen Einsatz in Tissue Engineering Laboren überall auf der Welt zu 
ermöglichen. Darüber hinaus sollte sie das tissue engineerte Konstrukt nicht 
beschädigen und jederzeit im Sinne einer Qualitätskontrolle während des Tissue 
Engineering-Prozesses anwendbar sein.  
Dabei wäre vor allem das Wissen um den quantitativen Kollagen-, Elastin- und 
Glykosaminoglykan- bzw. Proteoglykan-Gehalt eines sich im Tissue Engineering-
Prozess befindenden Konstrukts von großem Interesse.  
Im sich anschließenden experimentellen Teil dieser Dissertation soll untersucht 
werden, ob bei der Synthese von sGAG als wesentlichem Bestandteil der 
Extrazellulären Matrix durch in einem statisch kultivierten Fibringel eingekapselte 
Myofibroblasten, Marker in das Bioreaktormedium abgegeben werden und ob diese 
gegebenfalls mit dem Gehalt an sGAG im Fibringel korrelieren. Es soll ein neues 
Messverfahren evaluiert werden, mit dem aufgrund einer möglichen Korrelation 
zwischen dem sGAG-Gehalt im Bioreaktormedium und im Fibringel zukünftig auf Basis 
der Messung des Bioreaktormediums eine Aussage über den SGAG-Gehalt des tissue 
engineerten Gewebes gemacht werden kann.  
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5. Material und Methoden 
5.1 Zellkultur 
5.1.1 Anlage von Primärkulturen 
Zur Anlage von Primärkulturen von Myofibroblasten aus humanen 
Nabelschnurarterien dienen Nabelschnüre aus dem Kreißsaal des Universitätsklinikums 
Aachen. Ein entsprechender Antrag an die Ethikkomission des Universitätsklinikums 
Aachen wurde im Rahmen der Zusammenarbeit mit Herrn Prof. Neulen aus der Klinik 
für Gynäkologische Endokrinologie und Reproduktionsmedizin genehmigt (Votum der 
Ethikkomission: #EK 2067).  
Nach der Entbindung werden die Nabelschnüre unter sterilen Bedingungen in 
Transportpuffer überführt, der einen 1 %igen Antibiotikum-/ Antimykotikumzusatz 
(PAA P11-002) enthält, und im Kühlschrank aufbewahrt.  
 
Rezeptur des Transportpuffers 
0,5 l Transport-Puffer (pH = 7,5) Benötigte Chemikalien 
11,9 g Hepes (SIGMA Aldrich H3784) 
40 g NaCl (SIGMA Aldrich S9625) 
1,5 g KCl (Merck 1.04936.0500) 
10 g Glucose (Merck 1.08337.0250) 
Tabelle 3: Rezeptur des Transportpuffers 
 
Unter der Sterilwerkbank wird dann die weitere Präparation durchgeführt. Die 
Nabelschnur wird in eine Petrischale überführt und mit Hilfe von Skalpellen der 
Größen 11 und 23, anatomischer und chirurgischer Pinzetten und einer Schere das die 
Nabelschnurarterien umgebende Bindegewebe samt der Tunica adventitia 
weitestgehend abpräpariert. Während dieser Arbeit wird die Nabelschnur mit PBS-
getränkten Kompressen (Phosphate-Buffered Saline, PAA H15-002) feucht gehalten. 
Zunächst erfolgt die enzymatische Isolation der Endothelzellen mittels 0,1 % 
Collagenase (SIGMA C0130), welche im Rahmen dieser Dissertation nicht weiter 
verwendet werden. Nach der Isolation der Endothelzellen werden die 
Nabelschnurarterien in kleine, ungefähr 5 mm dicke Ringe geschnitten und dann 10-15 
Ringe in eine T-75 Zellkultur Flasche (Greiner 658175) überführt, in der sie gleichmäßig 
verteilt für ca. 5 min antrocknen. Anschließend werden die Nabelschnurarterien-Ringe 
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mit 10 ml Primärkulturmedium eingedeckt. Das Primärkulturmedium besteht aus 
Dulbecco‘ s Modified Eagle Medium (invitrogen 21885-025), welches 10 % Fetales 
Kälberserum (FCS, PAA A15-151) und 1 % Antibiotikum / Antimykotikum enthält. Die 
Zellkulturflaschen werden nun für 7 Tage im Inkubator (CB 150, Binder, Tuttlingen, 
Deutschland) bei 37 °C, 5 % CO2 und 95 % Luftfeuchtigkeit ohne Mediumwechsel 
inkubiert, anschließend wird das Medium alle 3-4 Tage mittels Pasteur-Pipetten 
abgesaugt und neues Medium auf die Zellen gegeben. 
Nach 7 Tagen ist bereits ein Aussprossen von Myofibroblasten bzw. den 
lichtmikroskopisch morphologisch nicht zu unterscheidenden glatten Muskelzellen 115 
zu beobachten. 
Nach spätestens 14 Tagen werden die Arterienstückchen mit Hilfe von 10 ml Pipetten 
(Sarstedt 86.1254.001) entfernt, wenn genügend Zellen ausgesprosst sind.  
 
 5.1.2 Subkultivierung in Zellkulturflaschen 
Die Proliferation der Zellen ist trotz Entfernung der Arterienstückchen immer noch an 
den Stellen verstärkt zu beobachten, von denen die Zellen ausgesprosst sind. Dies 
ändert sich jedoch mit der Überführung der Zellen in die 1. Passage nach 14-21 Tagen.  
Zunächst wird das alte Medium abgesaugt und die Zellen anschließend mit 5 ml PBS 
gewaschen, welches nach dem Waschschritt ebenfalls abgesaugt wird. Durch die 
Zugabe von 3 ml 0,25 % Trypsin-0,02 % EDTA (Gibco, Karlsruhe, Germany) werden die 
Zellen abgelöst. Nach einer Einwirkzeit von etwa 5 min wird die Ablösung der Zellen im 
Phasenkontrastmikroskop kontrolliert und im Anschluss die proteolytische Abspaltung 
der Zellen durch Zugabe von 7 ml Kulturmedium beendet. Dieses enthält im Gegensatz 
zum Primärkulturmedium kein Antibiotikum / Antimykotikum mehr. Die so abgelösten 
Zellen werden anschließend entsprechend dem gewünschten Split-Verhältnis (1 : 2 bis 
1 : 3) auf neue T75-Zellkulturflaschen verteilt und das Kulturmedium auf 10 ml 
aufgefüllt. Sobald die Zellen erneut ein konfluentes Monolayer bilden, wird der 
Passagierungsvorgang wiederholt. Zur beschleunigten Zellvermehrung können die 
Zellen dann in Triple-Flasks (Nunclon 132913) auf einer Fläche von 500 cm² kultiviert 
werden. Die Zugaben von Medium, PBS und Trypsin-EDTA erhöhen sich entsprechend 
auf 60 ml, 25 ml bzw. 20 ml. Um eine ausreichende Zellzahl zu erreichen, werden die 
Zellen bis in die dritte Passage geführt (siehe Abbildung 15). 
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Abbildung 15: Monolayer von Myofibroblasten in der Generation P3 
 
 5.1.3 Kryokonservierung und späteres Auftauen der Zellen 
Zur Gewährleistung der ausreichenden Zellzahl zur Durchführung des Versuchs, 
werden Zellen in der Generation P3 kryokonserviert und bis zur weiteren Verwendung 
in flüssigem Stickstoff gelagert. Dazu wird zunächst wie im vorigen Kapitel beschrieben 
vorgegangen. Nach dem Abstoppen des Trypsinierungsprozesses werden die Zellen bei 
500 rpm für 5 min zentrifugiert und das Zellpellet anschließend in wenig Kulturmedium 
resuspendiert. Nach Zellzahlbestimmung mittels Neubauer-Zählkammer oder dem 
elektronischen Zellzählsystem CASY® (Cell Counter and Analyser System, Schärfe 
System, Reutlingen, Deutschland) werden die Zellen erneut bei bei 500 rpm für 5 min 
zentrifugiert und das Zellpellet in Kulturmedium resuspendiert. Im Verhältnis 1 : 1 wird 
danach das Einfriermedium hinzugegeben und die Zellen in ein Kryo-Röhrchen (Greiner 
8070176) überführt, welches 60 % DMEM, 20 % FCS und 20 % Dimethylsulfoxid 
(DMSO, SIGMA D2650) enthält. Dieses dient als Schutzsubstanz vor Kristallbildung 
inner-und außerhalb der Zelle sowie vor partieller Dehydratation des Zytoplasmas. 
Danach werden die Kryo -Röhrchen in einen mit 2-Propanol gefüllten Einfrierbehälter 
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überführt und bei -80 °C für 12 h gelagert. Dies gewährleistet die empfohlene 
Abkühlrate von -1 °C / h. Abschließend erfolgt die Lagerung der Kryo-Röhrchen in der 
Gasphase des Stickstofftanks bei -196 °C. 
Für das spätere Auftauen werden die Kryo-Röhrchen dem Stickstofftank entnommen 
und bei 37 °C in einem Wasserbad aufgetaut. Dann wird die Zellsuspension in ein 15 ml 
Falcon (BD Falcon™ 352097) überführt und mit reichlich Zellkulturmedium vermischt. 
Anschließend werden die Zellen bei 500 rpm für 5 min zentrifugiert und das Zellpellet 
anschließend in Zellkulturmedium resuspendiert und entsprechend der Zellzahl in eine 
oder mehrere T75-Zellkulturflaschen (4000-6000 Zellen / cm²) verteilt. Danach ruhen 
die Zellen für 12 h, bevor nach 24 h oder 48 h der nächste Mediumwechsel 
durchgeführt wird. 
 
 5.2 Herstellung der Fibringele 
Für den Versuch wurden Fibringele als Trägerstrukturen ausgewählt, die, wie bereits in 
Kapitel 3.2.1 erwähnt, einige entscheidende Vorteile bieten.  
Bei der Festlegung der Dicke der Fibringele spielte die Überlegung, die Gele so dünn 
wie möglich zu gießen, um bei statischer Kultivierung den bestmöglichen 
Nährstofftransport durch eine kurze Diffusionsstrecke zu erreichen, eine Rolle. Auf der 
Basis eigener Vorversuche konnte eine optimale Dicke von 2 mm ermittelt werden, die 
auf der einen Seite den Diffusionsweg für die Nährstoffe aus dem Bioreaktormedium 
nicht zu lang werden lässt, und auf der anderen Seite eine ausreichende mechanische 
Stabilität der Fibringele gewährleistet. 
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Bei einer Dicke von 2 mm ergibt sich dann für die Zusammensetzung eines Fibringels 
einer 24-Well-Platte (Greiner 662160) ein Gel von 400 µl: 
 
 200 µl Fibrinogen 
 140 µl TBS (Tris-Buffered Saline) 
mit Zellen  
 30 µl CaCl2 
 30 µl Thrombin 
 
 
 
 Abbildung 16: 24-Well Platte 
 
 5.2.1 Herstellung der Fibrinogenlösung 
Der Herstellungsprozess der Fibringele beginnt mit der Vorbereitung der 
Fibrinogenlösung. 
Pro 3 ml Gel werden dazu 75 mg des in lyophylisierter Form vorliegenden, kommerziell 
erhältlichen humanen Fibrinogens (SIGMA Aldrich F4883) in 3 ml Reinstwasser (Direct-
Q UV3, Millipore, Billerica, Massachusetts, USA) in einer 6-Well-Platte (Greiner 657160) 
gelöst. Nach ungefähr 1 h ist das Fibrinogen vollständig gelöst und wird anschließend 
in eine Dialysemembran (Spectra / Por 1, MW Co 6000-8000, 32 mm breit, Novodirect 
10801) überführt und gegen 4 l TBS-Puffer über Nacht dialysiert.  
Da für die Herstellung der Fibringele zur Aufnahme der Zellen im späteren Verlauf 
ebenfalls TBS benötigt wird, empfiehlt es sich vorab 4,5 l anzusetzen und 0,5 l zur 
späteren Verwendung zu autoklavieren. Der pH-Wert des TBS-Puffers wird bei 
Raumtemperatur auf 7,4 eingestellt. 
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Rezeptur für TBS-Puffer 
4 l TBS-Puffer 4,5 l TBS-Puffer Benötigte Chemikalien 
17, 44 g 19,62 g Tris HCl (SIGMA Aldrich T3253) 
2,56 g 2,88 g Trisma Base (SIGMA Aldrich T6066) 
32 g 36 g NaCl 
0,8 g 0,9 g KCl 
Tabelle 4: Rezeptur für TBS-Puffer 
Anschließend wird die Fibrinogenlösung mit einem 0,22 µm Filter (Millipore Millex®
 
Syringe Filter 0,22 μm, Bedford, USA) sterilfiltriert und in einen sterilen Becher 
gegeben. 
Die Konzentrationsbestimmung des Fibrinogens erfolgt im Spektralphotometer (Tecan 
Infinite M200®, Tecan Group Ltd., Männedorf, Schweiz). Dazu werden 100 µl der 
Fibrinogenlösung 1 : 20 mit TBS verdünnt und in einer Quarzküvette bei einer 
Wellenlänge von λ = 280 nm gemessen. 
 
Die Konzentration errechnet sich schließlich nach folgender Formel 116: 
 
                                 
                    
    
                     
 
Formel 1: Berechnung der Fibrinogen-Konzentration 
 
Die Konzentration der Lösung wird dann mit sterilem TBS-Puffer auf 11,5 mg / ml 
eingestellt. 
 
 5.2.2 Vorbereitung der weiteren Fibringel-Komponenten 
Anschließend werden die weiteren Fibringelkomponenten Thrombin und CaCl2 mit den 
bereits erwähnten 0,22 µm Filtern sterilfiltriert und ebenfalls in einen sterilen Becher 
gegeben. Um den Stress für die Zellen zu minimieren werden diese erst zu diesem 
Zeitpunkt der Vorbereitung wie in Kapitel 5.1.2 beschrieben abtrypsiniert und nach 
Abstoppen des Trypsinierungsvorgangs bei 500 rpm für 5 min zentrifugiert. Der 
Überstand wird mittels Pasteur-Pipetten abgesaugt und das Zellpellet in wenig 
Medium resuspendiert. Um die interindividuellen Unterschiede der aus verschiedenen 
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Nabelschnüren gewonnenen Myofibroblasten-Zelllinien, die nicht Gegenstand der 
Betrachtung dieser Dissertation sind, zu minimieren und um eine ausreichende Zellzahl 
zu erhalten werden zur Herstellung der Zellsuspension zusätzlich zuvor 
kryokonservierte Zellen der Generation P3 aus einem Zellpool mit Myofibroblasten von 
insgesamt sechs Nabelschnüren verwendet. 
 
5.2.3 Bestimmung der Zellzahl mittels des elektronischen Zellzählsystems CASY® 
Aus dieser Zellsuspension wird nun mit einem geeigneten Programm mittels des Casy® 
die Zellzahl bestimmt und die Zellsuspension erneut bei 500 rpm für 5 min 
zentrifugiert. Entsprechend der gewünschten Zellzahl pro ml Gel wird nach Absaugen 
des Überstandes das Zellpellet nun in der Menge TBS resuspendiert, die für die 
geplante Anzahl Gele benötigt wird. Die Zellzahl wird auf 4 Mio. / pro ml Fibringel 
festgelegt; anschließend wird die Zellsuspension in den sterilen Becher zu Thrombin 
und CaCl2 gegeben. Für die Negativkontrollen ohne Zellen wird lediglich eine 
äquivalente Menge an TBS zu Thrombin und CaCl2 gegeben. 
 5.2.4 Guss der Fibringele 
Der Guss der Fibringele erfolgt mit Hilfe einer 
Spritzenvorrichtung (Baxter Healthcare Corporation, 
Unterschleißheim, Deutschland), welche zwei 1 ml 
fassende Spritzen aufnimmt, wobei in einer Spritze 
Fibrinogen und in der anderen Spritze die Mischung 
aus Thrombin, CaCl2 und TBS mit bzw. ohne Zellen 
aufgezogen werden (siehe Abbildung 17). Diese 
Technik erleichtert und beschleunigt das Gießen der 
Gele, da bei einer Gelgröße von 400 µl mit einer 
Füllung der beiden Spritzen bis zu fünf Gele 
nacheinander gegossen werden können. Die Düse, 
die auf die beiden Spritzen aufgesetzt wird, verfügt 
über zwei separate Kanäle, sodass einer vorzeitigen 
Polymerisation vorgebeugt wird. 
Abbildung 17: Spritzenvorrichtung zum Fibringelguss 
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Nach dem Guss Fibringele lässt man diese 45 min auspolymerisieren. Danach werden 
die Fibringele mit 2 ml Bioreaktormedium eingedeckt.  
 
Die Zusammensetzung des Bioreaktormediums ist wie folgt: 
 500 ml DMEM ohne Phenolrot *) (invitrogen 11054-020)  
 25 ml FCS *) 
 5 ml GlutaMAX (invitrogen 35050) 
 5 ml Antibiotikum / Antimycotikum 
 142,1 mg Ascorbic acid 2-Phosphat (SIGMA A-8960) 
 888 µl Tranexamsäure (Cyclocapron 1000 mg / 10 ml, Pfizer, PZN 0523241) 
 
*) Im Normalfall wird hier DMEM verwendet, welches den pH-Indikator Phenolrot 
enthält. Da ein Teil der Proben für Parallelversuche im Rahmen des Projekts zur 
Evaluierung von Online-Markern der Extrazellulärmatrixsynthese verwendet wurde, 
wurde hier auf DMEM ohne Phenolrot zurückgegriffen. Dieser Assay scheint darüber 
hinaus nach Erfahrungen unserer Arbeitsgruppe entgegen den Angaben des Herstellers 
störanfällig für höhere Konzentrationen von FCS zu sein. Da nicht gänzlich auf den die 
Produktion von Glykosaminoglykanen fördernden Effekt von FCS verzichtet werden 
sollte 117, wurde dessen Menge im Bioreaktormedium von 10 % auf 5 % reduziert. 
 
 5.3 Statische Kultivierung der Fibringele, Probenentnahme und -lagerung 
Nach dem Guss der Fibringele werden diese bei 37 °C, 5 % CO2 und 95 % 
Luftfeuchtigkeit im Inkubator für 24 Tage inkubiert. Alle drei Tage wird ein 
Mediumwechsel durchgeführt und jeweils zwei Mediumproben aus den Wells des 
entsprechenden Tages entnommen. Diese Mediumproben, sowie die an den Tagen 3, 
6, 12, 18 und 24 entnommenen Fibringele werden in Eppendorf-Reaktionsgefäße 
(Sarstedt 72.690.001) überführt, in flüssigem Stickstoff Schock-gefrostet und bei -80 °C 
bis zur sGAG-Bestimmung gelagert, bzw. für die Bestimmung der mechanischen 
Reißfestigkeit oder für die Histologie aufbereitet. Die Fibringele werden vor dem 
Einfrierprozess mit PBS abgespült. 
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Als Negativ-Kontrollen bzw. Hintergrundwerte dienen das frische Medium, welches zu 
jedem Mediumwechsel in die Wells gegeben wurde, und Fibringele ohne Zellen. 
 
 
Die folgende Tabelle 5 veranschaulicht noch einmal das Schema der Probenentnahme. 
 
Schema der Probenentnahme 
Versuchstag Anzahl Mediumproben Anzahl Gelproben 
0 4 x frisches Medium Keine 
3 4 x frisches Medium und  
2 x von allen vier Wells des Tages 3 
3 x Fibringele mit Zellen + 3 x NK-
Fibringele*) 
3 x Burst Strength + 3 x Histologie 
 6 4 x frisches Medium und  
2 x von allen vier Wells des Tages 6 
3 x Fibringele mit Zellen + 3 x NK-
Fibringele*) 
3 x Burst Strength + 3 x Histologie 
 9 4 x frisches Medium und  
2 x von allen vier Wells des Tages 9 
Keine 
12 4 x frisches Medium und  
2 x von allen vier Wells des Tages 12 
3 x Fibringele mit Zellen + 3 x NK-
Fibringele*) 
3 x Burst Strength + 3 x Histologie 
 15 4 x frisches Medium und  
2 x von allen vier Wells des Tages 15 
Keine 
18 4 x frisches Medium und  
2 x von allen vier Wells des Tages 18 
3 x Fibringele mit Zellen + 3 x NK-
Fibringele*) 
3 x Burst Strength + 3 x Histologie 
 21 4 x frisches Medium und  
2 x von allen vier Wells des Tages 21 
Keine 
24 4 x frisches Medium und  
2 x von allen vier Wells des Tages 24 
3 x Fibringele mit Zellen + 3 xNK -
Fibringele*) 
3 x Burst Strength + 3 x Histologie 
 
Tabelle 5: Schema der Probenentnahme 
*) als Negativ-Kontrollen (NK) dienen Fibringele ohne Zellen, je ein Gel der Burst 
Strength-Messung wurde zusätzlich auch zur sGAG-Bestimmung verwendet, um n = 4 
zu erhalten 
 
 5.4 Überprüfung der mechanischen Reißfestigkeit der Fibringele 
Die Überprüfung der mechanischen Reißfestigkeit der Gele erfolgt mit dem Burst 
Strength-Test. Dazu werden die entsprechenden Fibringele nach der Entnahme in einer 
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Druckmesskammer platziert. Von unten wird über eine mit Wasser gefüllte 
Spritzenvorrichtung manuell mechanischer Druck auf das Fibringel aufgebaut (siehe 
Abbildung 18) und mittels eines Druckwandlers registriert. Zunächst besteht ein 
Fließgleichgewicht zwischen zugeführter und durch das Fibringel filtrierter Flüssigkeit. 
Mit zunehmendem Druck wird die Filtrationskapazität des Fibringels überschritten und 
es reißt ein. Der zuvor maximal gemessene Druck entspricht der Reißfestigkeit des 
Fibringels (sog. Burst Strength). Pro Messung stehen drei Fibringele zur Verfügung.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 18: Messung der mechanischen Reißfestigkeit eines Fibringels mit dem 
Burst Strength-Test 
Übersteigt der Druck in der Kammer die Filtrationskapazität des Fibringels, reißt es ein. 
Die Öffnung in der Metalkammer erlaubt die Beobachtung des Gels während über die 
Spritzenvorrichtung Druck aufgebaut wird. 
 
 5.5 Bestimmung der sGAG-Konzentration mit dem Blyscan-Assay 
Zur Messung von sGAG in Flüssigkeiten und Geweben, entwickelten Taylor und Jeffree 
bereits im Jahre 1969 eine Methode, die auf der Interaktion von sGAG mit dem 
Farbstoff Dimethylmethylenblau beruht 118, und in den vergangenen Jahren stetig 
weiterentwickelt wurde 119.  
Druckmesswandler mit 
Registrierung am PC 
mit Wasser gefüllte 
Spritzenvorrichtung  
Fibringel 
Druckmesskammer für das 
Fibringel 
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Inzwischen steht mit dem Blyscan®-Assay (Biocolor Ltd., Carrickfergus, Nordirland) ein 
kommerziell erhältliches Kit für die Messung von sGAG in Flüssigkeiten oder 
Gewebeextrakten zur Verfügung. Dieser quantitative Färbe-Assay ist in der Lage 0,5 µg 
/ auf 100 µl Chondroitin-, Dermatan, Keratan-und Heparansulfat im Probenmaterial zu 
detektieren. Durch Reaktion des Farbstoffs mit den sulfatierten Glykosaminoglykanen 
in einem sauren Milieu, bilden sich innerhalb von Minuten Präzipitate, die nach dichter 
Packung durch Zentrifugieren mit dem Dissoziationsreagenz aufgelöst werden. Im 
Anschluss kann die Absorption photometrisch bestimmt werden 120. Abbildung 19 zeigt 
die Strukturformel von Dimethylmethylenblau und das Absorptionsmaximum des 
Farbstoffs. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 19: Strukturformel von 1,9-Dimethylmethylenblau und 
Absorptionsmaximum bei 656 nm, Blyscan Manual. Biocolor Ltd.-Carrickfergus, 
Nordirland 2007: 4 
 
 5.5.1 Pronase-Verdau der Fibringele 
Während die Mediumproben ohne weitere Vorbereitung mit dem Assay gemessen 
werden können, müssen die sGAG erst aus den Fibringelen herausgelöst werden. Dazu 
werden die Fibringele vor der Messung mit dem Enzym Pronase „verdaut“. Bei der 
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Pronase handelt es sich um eine unspezifische Protease aus Streptomyces griseus, die 
kommerziell erhältlich ist. 
Die Pronase wird als Lyophilisat (Roche 10 165 921 001) geliefert und muss zunächst in 
ihre aktive Form gebracht werden. Dazu wird 0,1 M Tris HCL-Puffer (SIGMA Aldrich 
T3253) hergestellt und der pH-Wert auf 7,8 (pH 211, HANNA Instruments, Kehl am 
Rhein, Deutschland) eingestellt. 
Anschließend werden 10 mg Pronase in 1 ml Reinstwasser gelöst und so die 
Stammlösung mit einer Konzentration von 10 mg / ml hergestellt. Diese wird dann mit 
Tris HCL-Puffer auf eine Konzentration von 1 mg / ml verdünnt. 
Nun wird so viel Enzym zu den Fibringelen dazu gegeben, dass die Enzym-Gewebe- 
Ratio bei 1 : 100 liegt. Dazu wird das Feuchtgewicht der Gele und eines Stückes 
Nabelschnurarterie bestimmt, welche als Positivkontrolle mitgeführt wird.  
Abschließend erfolgt die Inkubation bei 37 °C für 24 h im Inkubator. Die zu messende 
Probe muss klar sein, darf keine korpuskulären Bestandteile aufweisen und wird ggf. 
bei 10 g für 5 min zentrifugiert, bevor der Assay angewendet wird. 
 
 5.5.2 Durchführung des Blyscan-Assays 
Nun kann mit den Medium-und Gelproben der Assay durchgeführt werden. Für die 
Berechnung der sGAG-Konzentration auf Basis der Absorption der Proben wird 
zunächst der mitgelieferte Standard mit bekannter Konzentration von 100 µg / ml 
(Chondroitinsulfat aus der Rinder-Trachea) mit PBS entsprechend der vorgeschlagenen 
Verdünnungsstufen 1, 2, 3, 4 und 5 µg auf 100 µl verdünnt. Aus den Mediumproben 
und Gelextrakten werden ebenfalls 100 µl in Eppendorf-Reaktionsgefäßen vorgelegt. 
Zu allen Eppendorf-Reaktionsgefäßen wird danach 1 ml Blyscan Farbe hinzugegeben 
und der Block mit den Eppendorf-Reaktionsgefäßen auf einem Shaker (Polymax 1040, 
Heidolph, Schwabach, Deutschland) für 30 min langsam bewegt; es bilden sich 
Präzipitate aus sGAG und Blyscan Farbe (siehe Abbildungen 21, 22, 23).  
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Abbildung 20: Hinzugeben von 1 ml Blyscan Farbe 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 
21:sGAG-
Blyscan 
Reaktion 
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Abbildung 22: sGAG-Blyscan Präzipitat    
 
Danach werden die Eppendorf-Reaktionsgefäße bei 10 g für 10 min zentrifugiert und 
anschließend der Überstand entfernt. Dabei ist besondere Vorsicht geboten, denn der 
Überstand muss vollständig entfernt werden und das Pellet am Boden des Eppendorf-
Reaktionsgefäßes, welches sich leicht ablöst, kann dann mit dem Überstand 
ausgeschwemmt werden.  
Anschließend werden zu jedem Eppendorf-Reaktionsgefäß 1 ml Dissoziationsreagenz 
hinzugegeben und die Pellets mit einem Vortexer aufgelöst. 
Abschließend werden 200 µl Aliquots auf eine 96-Well-Platte übertragen (Greiner 
655180) und die Absorption mit dem Microplate Reader Tecan Infinite 200® (Tecan 
Group Ltd., Männedorf, Schweiz) bei 656 nm gemessen. 
 
Die Berechnung der Konzentration erfolgt nach Erstellung der Standardkurve (siehe 
Kapitel 5.1). Die Ergebnisse werden mit Excel® (Microsoft Office 2007 ®, Microsoft 
Corporation®, Seattle, Washington, USA) erfasst und grafisch ausgewertet. 
 
 5.6 Histologie 
Um die mikroskopische Struktur der Fibringele zu untersuchen wurden zu jedem Gel-
Entnahmezeitpunkt auch Gele für die Histologie reserviert. 
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Diese werden zunächst in Carnoy ‘scher Lösung für 2 h bei Zimmertemperatur fixiert. 
Die Zusammensetzung des Carnoy-Fixativs ist wie folgt: 
 60 % Ethanol absolut (Merck 1.009.832.511) 
 30 % Chloroform (SIGMA C2432) 
 10 % Eisessig (SIGMA A-6283) 
 
Danach werden die Fibringele im Entwässerungsautomaten (TP1020, Leica 
Microsystems GmbH, Wetzlar, Deutschland) durch Überführen in 60 %, 80 %, 90 % und 
100 % Isopropanol-Lösungen (Isopropanol Merck 1.009.832.511) und 100 % Xylol-
Lösung (SIGMA 296325) für je 1 h entwässert. Anschließend werden die Fibringele in 
reinem Parrafin (Paraffin-Pastillen Merck 1071642504) über Nacht gelagert und am 
nächsten Tag an einem Ausblock-Automaten (Leica Microsystems GmbH, Wetzlar, 
Deutschland) in Paraffinblöcke gegossen. 
In der Folge werden mit Hilfe eines Schlittenmikrotoms (Leica Microsystems GmbH, 
Wetzlar, Deutschland) 3,5 bzw. 5 µm dicke Schnitte der Paraffinblöcke angefertigt, 
diese im 37 °C warmen Wasserbad gestreckt und auf Objektträger (SuperFrost Plus 
Menzel GmbH & Co. KG J1800AMNZ) gezogen. Dann werden die Schnitte über Nacht 
bei 37 °C im Inkubator getrocknet.  
 
Vor der anschließenden Färbung müssen die Schnitte in einer absteigenden 
Alkoholreihe entparaffiniert werden.  
 
Dazu werden die Objektträger nacheinander in folgende Lösungen überführt: 
 3 x 5 min in Xylol 
 2 x 5 min in 100 % Ethanol 
 1 x 5 min in 96 % Ethanol 
 1 x 5 min in 80 % Ethanol 
 1 x 5 min in 70 % Ethanol 
Anschließend werden die Schnitte in Aqua dest. äquilibriert und sind dann für 
Färbungen bereit. 
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HE-Färbung 
Bei der HE-Färbung handelt es sich um eine Doppelfärbung mit Hämatoxylin / Eosin, 
die häufig als Übersichtsfärbung dient. Hämatoxylin färbt Zellkerne und 
Zytoplasmaanteile, die reich an rER sind, blau-violett. Die Färbung beruht auf dem 
Vorkommen negativ geladener Anteile im Präparat (z.B. negativ geladene sGAG-
Seitengruppen). Eosin färbt andere Zytoplasmaanteile sowie einige faserige 
extrazelluläre Komponenten rot.  
Das Vorgehen zur Färbung ist wie folgt: 
1. Färbung der Zellkerne in Mayers Hämalaun (Fertiglösung; Merck 
1.09249.0500) für 10 sek 
2. Entfärben unter fließendem Leitungswasser, erst einzeln dann in einem 
Färbekasten nach Hellendahl für 7 min 
3. Färbung des Cytoplasma in Eosin Y (Fertiglösung; SIGMA HT110-2-16) 
 1000 µl Eosin + 5 µl Eisessig für 1 min 
4. Entfärben unter fließendem Leitungswasser für 7 min 
5. in 96 % und dann in 100 % Ethanol kurz schwenken 
6. in 100 % Xylol kurz schwenken 
7. Xylol kurz abdampfen lassen  
8. mit dem Einschlussmittel Euparal (Roth 7356.1) eindecken und luftblasenfrei 
mit einem Deckglas abdecken 
 
Die Auswertung der histologischen Präparate erfolgt mit dem Imager D1-Mikroskop 
(Carl Zeiss MicroImaging GmbH, Jena, Deutschland). 
 
Alcianblau-Färbung 
Bei der Alcianblau-Färbung handelt es sich um eine Spezialfärbung zum Nachweis von 
Glykosaminoglykanen. Dabei bildet der Farbstoff Alcianblau mit den sauren 
Sulfatgruppen der sGAGs Salze, die diese blau anfärben.  
Das Vorgehen zur Färbung ist wie folgt: 
1. Färbung der sGAG in 1% Alcianblau-Lösung für 10 min (Rezeptur siehe 
Tabelle) 
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2. Entfärben unter fließendem Leitungswasser, erst einzeln dann in einem 
Färbekasten nach Hellendahl für 5 min 
3. Färbung der Zellkerne in Kernechtrot (Fertiglösung; Merck 3204.19.00) für 5 
min 
4. Entfärben unter fließendem Leitungswasser für 1 min 
5. in 70 % Ethanol für 30 sek, dann in 96 % Ethanol für 1 min und dann in 100 % 
Ethanol für jeweils 1, 1, 2 und 2 min schwenken 
6. in 100 % Xylol für jeweils 2, 2, 3 und 3 min schwenken 
7. Xylol kurz abdampfen lassen  
8. mit dem Einschlussmittel Euparal (Roth 7356.1) eindecken und luftblasenfrei 
mit einem Deckglas abdecken 
 
Rezeptur der Alcianblau-Lösung 
Menge 
4,5 l TBS-Puffer 
Benötigte Chemikalien 
970 ml 
19,62 g 
2,56 g 
2,88 g 
32 g 
36 g 
0,8 g 
0,9 g 
Aqua dest. 
30 ml 96% Essigsäure (Merck 2915.21.00) 
10 g Alcianblau (Merck 3204.19.00) 
Tabelle 6: Rezeptur der Alcianblau-Lösung 
Der pH-Wert der Alcianblau-Lösung wird bei Raumtemperatur auf 2,5 eingestellt. 
 
Die Auswertung der histologischen Präparate erfolgt mit dem Imager D1-Mikroskop 
(Carl Zeiss MicroImaging GmbH, Jena, Deutschland). 
 
 5.7 Statistische Auswertung der Messergebnisse 
Die statistische Auswertung der Messergebnisse erfolgt mit SAS® Vers. 9.1.3 SP4 (SAS 
Institute Inc, North Carolina, USA). Aufgrund der Tatsache, dass die Zellen 
verschiedener Nabelschnurspender zur Reduktion der interindividuellen Unterschiede 
„gepoolt“ wurden, werden die gemessenen sGAG-Konzentrationen in den 
Mediumproben bzw. Fibringelen und die Reißfestigkeit der Fibringele 
aufeinanderfolgender Tage deskriptiv dargestellt. Eine Aussage zur Signifikanz der 
beobachteten Unterschiede ist aufgrund der Verwendung eines Zellpools nicht 
möglich.  
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6. Ergebnisse 
Wie bereits in Kapitel 5.3 erläutert, wurden die Fibringele im Bioreaktor für 24 Tage 
kultiviert. Die nach Entnahmeschema entnommenen Proben (siehe Kapitel 5.3, Tabelle 
5) wurden mit dem Blyscan® Assay auf ihren Gehalt an sGAG untersucht, die 
mechanische Reißfestigkeit mit dem Burst Strength-Test überprüft und histologische 
bzw. immunhistologische Färbungen angefertigt. Die Anzahl der mit dem Blyscan® 
Assay zu untersuchenden Proben wurde auf n = 4 festgelegt, die Bestimmung der 
Reißfestigkeit erfolgte mit der Testung dreier Gele je Entnahmezeitpunkt, die 
Bestimmung des Hintergrundwerts des frischen Mediums und die Messungen für die 
Standardkurve wurden doppelt durchgeführt. 
 
6.1 Erstellung der Standardkurve zum Blyscan® Assay vom 10.08.2010 
Um die gemessenen Absorptionen in die entsprechenden sGAG-Konzentrationen 
umzurechnen wurde zunächst auf Basis der Absorptionen des mitgelieferten Standards 
(siehe Kapitel 11, Tabelle 8) eine Standardkurve erstellt. 
 
Abbildung 23: Standardkurve 
y = 0,1504x + 0,0189 
R² = 0,9905 
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Anhand des Absorptions-Konzentrations-Koeffizienten kann nun die Absorption in die 
entsprechende sGAG-Konzentration umgerechnet werden (siehe Formel 2). 
Das Bestimmtheitsmaß beträgt R² = 0,9905. 
 
 
 
Formel 2: Berechnung der sGAG-Konzentration  
 
6.2 sGAG-Konzentration im Bioreaktormedium 
Die an den Tagen 0, 3, 6, 9, 12, 15, 18, 21 und 24 entnommenen Mediumproben 
wurden mit Hilfe des Blyscan® Assays untersucht. Der Assay konnte keine sGAG in den 
Mediumproben nachweisen. Aufgrund der Tatsache, dass keine 
Dimethylmethylenblau-sGAG Komplexe präzipitierten, entsprechen die Messwerte für 
die Mediumproben ungefähr der Absorption des Dissoziationsreagenz (siehe Kapitel 
11, Tabelle 9).  
 
6.3 sGAG-Konzentration im Fibringel 
Die an den Tagen 3, 6, 12, 18 und 24 entnommenen Fibringele und jeweils eines der 
Fibringele nach Durchführung des Burst Strength-Tests (BS) wurden nach 
entsprechender Vorbehandlung durch das Enzym Pronase (siehe Kapitel 4.5.1) 
ebenfalls mit dem Blyscan® Assay auf ihren Gehalt an sGAGs untersucht (siehe Kapitel 
11, Tabelle 10).  
Es ergaben sich dabei im Mittel für die sGAG-Konzentration / 100 µl Gelextrakt am 3. 
Tag 0,3120 µg (0,2673 µg, 0,3431 µg; SD 0,0321 µg), am 6. Tag 0,3379 µg (0,2985 µg, 
0,3590 µg; SD 0,0270 µg), am 12. Tag 0,5655 µg (0,5279 µg, 0,6037 µg; SD 0,0317 µg), 
am 18. Tag 0,6567 µg (0,5798 µg, 0,7055 µg; SD 0,0564 µg) und am 24. Tag 0,7294 µg 
(0,7114 µg, 0,7693 µg; SD 0,0272 µg). 
Die folgende Abbildung 24 zeigt die Mittelwerte des sGAG-Gehalts der Fibringele zu 
den jeweiligen Messzeitpunkten und ihre zugehörigen Standardabweichungen. 
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Abbildung 24: Ergebnisse der Fibringel-Messung; durchschnittliche sGAG-
Konzentration / 100 µl Fibringel-Extrakt 
 
6.4 Makroskopischer Eindruck der Fibringele 
Über den Kultivierungszeitraum von 24 Tagen veränderte sich die Morphologie der 
Fibringele. Sie behielten zwar bis zum Tag 24 zentral Kontakt zum Boden der 24-Well 
Platte, lösten sich aber im Laufe der Zeit zunehmend von den Rändern der Wells ab 
und zeigten die Tendenz zu kontrahieren. Im Vergleich zu den Negativkontrollen 
schienen die Fibringele mit Zellen, was Form, Farbton und Opazität anbetraf, 
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makroskopisch homogener zu sein. Insgesamt entstand makroskopisch der Eindruck 
von einem organisierten Gewebes ab Tag 12 des Kultivierungszeitraums. In Abbildung 
25 ist diese Beobachtung fotografisch dokumentiert. In den beiden Schalen befinden 
sich Fibringele mit (+) bzw. ohne (-) Zellen des Tages 18, die anschließend für den Burst 
Strength-Test verwendet wurden. Die Halbtöne wurden im Foto angepasst und der 
Kontrast verschärft, um den in Realität sichtbaren Unterschied auf dem Foto 
wenigstens anzudeuten. Die Fibringele mit Zellen weisen im Vergleich zu denen ohne 
Zellen einen kleineren Durchmesser auf. Die Fibringele ohne Zellen sind bezogen auf 
ihre Opazität inhomogen. 
  
 
Abbildung 25: Makroskopischer Vergleich der Fibringele am Tag 18 
 
6.5 Mechanische Reißfestigkeit und Gewicht der Fibringele 
Die Messung der mechanischen Reißfestigkeit der Fibringele (siehe Abbildung 26) 
ergab im Mittel für die Fibringele mit Zellen folgende Werte (vollständige Übersicht in 
Kapitel 11, Tabelle 11): am 3. Tag 51,12 mmHg (SD 4,23 mmHg), am 6. Tag 40,95 
mmHg (SD 5,82 mmHg), am 12. Tag 61,17 mmHg (SD 6,12 mmHg), am 18. Tag 87,80 
mmHg (SD 15,98 mmHg) und am 24. Tag 121,36 mmHg (SD 20,50 mmHg). 
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Abbildung 26: Messung der mechanischen Reißfestigkeit der Fibringele 
 
Hierbei zeigt sich ein initialer Abfall der mechanischen Reißfestigkeit bis zum Tag 6, 
anschließend steigt diese kontinuierlich bis zum Ende des Beobachtungszeitraums am 
Tag 24 an und erreicht mehr als das Doppelte des Ausgangswertes. 
 
6.6 Histologie 
Die für die Histologie zu jedem Gelentnahmezeitpunkt entnommenen Gele wurden wie 
in Kapitel 5.6 beschrieben vorbehandelt und anschließend zusammen mit dem 
Präparat der Nabelschnurarterie HE- bzw. mit Alcianblau gefärbt. Die Färbungen der 
Nabelschnurarterie werden separat dargestellt in Abbildung 29. 
Die Abbildung 27 zeigt die HE-gefärbten Präparate der Fibringele an den Tagen 3, 6, 12, 
18 und 24 in 20 facher Vergrößerung als Übersichtsaufnahme und in 40 facher 
Vergrößerung als Detailaufnahme. Während die Zellen zu Beginn des 
Kultivierungszeitraums am 3. Tag noch abgekugelt und ungeordnet im Fibringel verteilt 
erscheinen, beginnen sie ab dem 6. Tag an der dem versorgenden Medium 
zugewandten Seite verstärkt zu proliferieren und ein Netzwerk auszubilden. Am 12. 
Tag ist der dem Medium zugewandte Zellverband schon deutlicher ausgeprägt, 
außerdem scheint die Proliferation an der Oberfläche des Fibringels stärker 
voranzuschreiten als in den Bereichen, die der 24-Well-Platte anhaften. Dies resultiert 
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am 18. Tag in einem deutlich sichtbaren Zellverband, der am 24. Tag sogar mindestens 
eine weitere Schicht aufweist und das Fibringel gegen das Medium abgrenzt (siehe 
schwarze Pfeile in Abbildung 27). Die bereits ab dem 6. Tag erkennbare Tendenz der 
verstärkten Proliferation in den dem Medium zugewandten Bereichen des Fibringels 
setzt sich bis zum Ende des Kultivierungszeitraums weiter fort. Die Zellkerne in unteren 
Bereichen des Fibringels erscheinen blass und vereinzelt (siehe rote Pfeile in Abbildung 
27). 
Die histologische Beobachtung der verstärkten Gewebeorganisation ab dem 12. Tag 
des Kultivierungszeitraums passt zu dem bereits im vorigen Kapitel geschilderten 
makroskopischen Eindruck der Fibringele. 
Die Alcianblau-Färbung zeigt das Vorhandensein von sGAGs als blaue Ablagerungen in 
der EZM, die Zellkerne sind rot dargestellt. 
In den Fibringelen können die sGAGs als interzelluläre Ablagerung mit zunehmender 
Organisation des Zellverbandes ab Tag 6 vor allem in den dem Medium zugewandten 
Schichten nachgewiesen werden (siehe schwarze Pfeile in Abbildung 28).  
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 7. Diskussion 
Das Ziel des experimentellen Teils dieser Dissertation ist es, zu untersuchen, ob bei 
der Synthese der EZM durch in einem statisch kultivierten Fibringel eingekapselte 
Myofibroblasten sGAG in das das Fibringel umgebende Bioreaktormedium 
abgegeben werden. Diese sollen mit einem geeigneten Verfahren gemessen und 
mit dem Gehalt an sGAG im Fibringel verglichen werden. In einem nächsten Schritt 
soll untersucht werden, ob mit diesem Messverfahren künftig auf der Basis von 
Messungen des Bioreaktormediums eine Aussage über den Reifegrad des tissue 
engineerten Gewebes bezüglich des sGAG-Gehalts gemacht werden kann. 
 
7.1. Auswertung des Blyscan® Assays 
7.1.1 sGAG-Konzentration im Bioreaktormedium 
Mit dem Modell der im Fibringel statischen kultivierten Myofibroblasten konnte 
kein Nachweis von sGAG im Medium erbracht werden. Es bleibt ungeklärt, ob sGAG 
zwar im Medium vorhanden, deren Konzentration aber unterhalb der 
Nachweisgrenze des Blyscan® Assays lag, oder ob diese gar nicht in das das Fibringel 
umgebende Medium abgegeben wurden. 
 
7.1.2 sGAG-Konzentration im Fibringel 
Der Eindruck einer Organisation der EZM in den Fibringelen wird von den 
Ergebnissen des Blyscan® Assays bekräftigt, die zeigen, dass die Synthese von sGAG 
als Komponenten der EZM über die Zeit kontinuierlich zunimmt. In den ersten 6 
Tagen der Kultivierung ist jedoch nur ein geringfügiger Anstieg der sGAG-
Konzentration zu verzeichnen. Es scheint, als benötigten die beim Guss zufällig im 
Fibringel verteilten Myofibroblasten in den ersten Tagen Zeit um sich zu 
organisieren und zu proliferieren. Erst nach 6 Tagen, vermutlich wenn eine gewisse 
Zelldichte erreicht ist (siehe Kapitel 6.2 Histologie und Immunhistologie), beginnen 
die Myofibroblasten interzelluläre Netzwerke auszubilden und regulieren dann in 
der Folge die Produktion ihrer EZM herauf. So ist zwischen Tag 6 und 12 bezüglich 
des sGAG-Gehalts eine deutliche Steigerung um den Faktor 1,7 zu verzeichnen. 
Nach der Proliferationsphase steigt der Gehalt an sGAG im Fibringel weiter 
kontinuierlich an, wie bereits in Abbildung 24 in Kapitel 6.3 gezeigt wurde und 
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beträgt an Tag 24 mehr als das 2,3-fache gegenüber Tag 3. Auf die Besonderheiten 
der sGAG-Produktion soll im Zusammenhang mit der histologischen Untersuchung 
der Fibringele noch näher eingegangen werden. 
 
7.2 Histologie 
Die histologischen Untersuchungen bekräftigen den Eindruck einer Organisation der 
EZM-und Gewebe-Entwicklung. Die HE-Übersichtsaufnahmen zeigen eine 
kontinuierlich im Sinne eines Zellverbandes zunehmende Zelldichte in den dem 
Medium zugewandten oberen Bereichen des Fibringels. Dieser Vorgang beginnt ab 
Tag 6 des Kultivierungszeitraums und schreitet kontinuierlich fort, sodass zum Ende 
an Tag 24 ein mindestens zwei-bis dreischichtiger Zellverband das Fibringel zum 
Medium abgrenzt (siehe Abbildung 27, Kapitel 6.6). Die Zellen, die in unten 
liegenden Bereichen des Fibringels lokalisiert sind, bilden keine sichtbaren 
Netzwerke aus. Sie bleiben vereinzelt; ihre Zellkerne erscheinen klein, rund und 
abgeblasst. Ursächlich dafür könnte die eingeschränkte Nährstoffversorgung der 
Zellen in diesen Bereichen des Fibringels sein. Während die Nährstoffversorgung in 
den an das Medium angrenzenden Bereichen des Fibringels optimal gewährleistet 
ist, erfolgt der Nährstofftransport in die Tiefe nach dem Fick‘ schen Diffusionsgesetz 
(siehe Formel 3) scheinbar nicht in ausreichendem Maße. 
 
     
 
 
      
Formel 3: 1. Fick‘ sches Diffusionsgesetz 
Nach dem 1. Fick‘ schen Diffusionsgesetz ist der Diffusionsstrom M, also die Menge einer Substanz, 
die durch eine Schicht der Fläche F und der Dicke d hindurch tritt, direkt proportional zur 
Konzentrationsdifferenz ∆C; dabei hängt der Diffusionskoeffizient D von der Art der gelösten 
Teilchen und der Temperatur ab. 
 
Die histologische Färbung mit Alcianblau bestätigt das Vorhandensein von sGAGs in 
den Fibringelen. Dabei erscheinen diese zunächst diffus entsprechend der zu Beginn 
des Kultivierungszeitraums ungeordneten Verteilung der Zellen im Fibringel 
abgelagert zu werden. Nach der anfänglichen Proliferationsphase und der 
Orientierung der Zellen zu der an das Medium angrenzenden Fibringelseite 
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beginnen sie einen am Ende des Kultivierungszeitraums mehrschichtigen 
Zellverband auszubilden, wobei interzellulär in einem intensiven, hellen Blau sGAG 
angefärbt werden. Es liegt auf der Hand, dass mit zunehmender Organisation des 
Zellverbands auch die von den Zellen produzierte EZM organisiert wird. Dabei 
spielen sGAG wie z.B. Aggrecan oder Versican zusammen mit der nicht sulfatierten 
Hyaluronsäure eine wichtige Rolle. Die bereits in Kapitel 4.1.5 erläuterte Funktion 
der Bildung großer Aggregate von Hyaluronsäure und Aggrecan beispielsweise 
eröffnet für die Zellen einen Raum, in dem sie proliferieren und migrieren können, 
und verleiht dem Zellverband Stabilität. Außerdem begünstigt das Vorhandensein 
von sGAG die Produktion bzw. das extrazelluläre Processing weiterer EZM-
Komponenten wie z.B. Elastin oder Kollagen. Das Vorhandensein von sGAG, 
insbesondere als Seitenketten der kleinen Leucin-reichen Proteoglykane, wirkt 
unterstützend auf die korrekte Fibrillogenese von Kollagen. Und auch beim 
Zusammenbau der elastischen Faser spielen sGAG eine wichtige Rolle. Es wird 
vermutet, dass sie aufgrund der Interaktion ihrer negativ geladenen Seitenketten 
mit positiv geladenen Lysin-Gruppen der Tropoelastin-Moleküle den Prozess der 
Koazervation unterstützen und damit den Zusammenbau zur elastischen Faser 
ermöglichen 121. Diesen positiven Effekt von sGAG macht man sich bereits im Tissue 
Engineering bei der Funktionalisierung von Scaffolds zunutze. So konnten 
beispielweise Flanagan et al. in mit Chondroitinsulfat funktionalisierten Kollagen-
Hydrogelen eine verstärkte Synthese von EZM-Komponenten, wie z.B. Elastin, 
zeigen 122. In einer anderen Studie bestätigten Divya et al. diese Ergebnisse in Bezug 
auf mit Glykosaminoglykanen funktionalisierte Fibringele 123.  
 
7.3 Mechanische Reißfestigkeit der Fibringele 
Die mechanische Reißfestigkeit der Fibringele wurde wie in Kapitel 5.4 beschrieben 
mit dem Burst Strength-Test gemessen.  
Bei der Betrachtung der Messwerte (siehe Kapitel 11, Tabelle 11,) fällt auf, dass an 
einigen Tagen die Messwerte für die Fibringele eine Standardabweichung von 
knapp 15 % aufweisen. Dies kann zum einen auf einen möglichen inhomogenen 
Guss der Fibringele zurückgeführt werden; durch die ungleiche Verteilung der 
Komponenten im Fibringel kann dieses nicht homogen polymerisieren, was 
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entweder zu hohe oder zu niedrige Werte im Burst Strength-Test ergibt. Dies 
kommt besonders dann zur Auswirkung, wenn sich die Inhomogenität zentral 
befindet, da hauptsächlich hier der durch die Spritzenvorrichtung aufgebaute Druck 
auf das Fibringel einwirkt.  
Zum anderen ist die Methode des Tests selbst nicht optimal, da der Druck auf das 
Fibringel über die Spritzenvorrichtung manuell appliziert wird. Selbstverständlich 
wird dabei auf eine möglichst langsame, kontinuierliche Druckentwicklung geachtet 
– Anwenderfehler sind aber nicht ausgeschlossen. Besser wäre es sicherlich, die 
Druckapplikation über eine Pumpe zu regulieren. 
Dennoch lassen die Ergebnisse einige Überlegungen zur Abbaukinetik des Fibringels 
und zum Aufbau der EZM zu. 
Auffällig ist, dass die mechanische Reißfestigkeit der Fibringele bis zum Tag 6 des 
Kultivierungszeitraumes sinkt. Dies ist vermutlich darauf zurückzuführen, dass die 
Produktion von stabilitätsgebenden EZM-Komponenten wie z.B. Kollagen oder auch 
Elastin noch nicht den Verlust der aufgrund von Fibrinolyseprozessen abnehmenden 
Stabilität der Fibringelmatrix kompensieren kann. Diese stabilitätsgebenden 
Komponenten der EZM wurden in dieser Arbeit zwar nicht untersucht, jedoch kann 
im Rahmen des Projekts „Online-Marker der Gewebsentwicklung im 
Kardiovaskulären Tissue Engineering“ auf Ergebnisse von Julia Raffius und Anh 
Nguyen zur Kollagen- bzw. Elastinsynthese zurückgegriffen werden. In den 
entsprechenden Arbeiten wurden Fibringele, die mit Myofibroblasten des gleichen 
Zellpools besiedelt waren, unter identischen Bedingungen für den Zeitraum von 24 
Tagen kultiviert. In den beiden Arbeiten zeigte sich, dass die Kollagen I- bzw. 
Elastinsynthese erst nach Tag 6 des Kultivierungszeitraumes stärker anstieg. 
Bemerkenswerterweise führt die von den Zellen produzierte EZM bereits am Tag 12 
zu einer Zunahme der Stabilität, die sich in einer Erhöhung der mechanischen 
Reißfestigkeit über dem Ausgangsniveau widerspiegelt und an den folgenden 
Messzeitpunkten ansteigt, sodass die Stabilität der Fibringele an den Tagen 18 und 
24 nun weit über dem Ausgangsniveau liegt. 
Zusammenfassend lässt sich feststellen, dass zwischen Tag 6 und Tag 12 die 
entscheidende Zunahme der stabilitätsgebenden EZM-Komponenten im Fibringel 
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erfolgt, sodass trotz weiter fortschreitender Fibrinolyse die mechanische 
Reißfestigkeit der Fibringele zunimmt (vgl. Kapitel 6.5). 
 
7.4 Kritische Betrachtung des Modells und der angewandten Methoden 
7.4.1 Modellkritik 
Aufgrund des misslungenen Nachweises von sGAG im Bioreaktormedium stellt sich 
die Frage nach den Ursachen, die in diesem Kapitel näher betrachtet werden sollen.  
Zunächst einmal muss diskutiert werden, ob Myofibroblasten aus humanen 
Nabelschnurarterien in ausreichendem Maße sGAG produzieren.  
Myofibroblasten bzw. glatte Muskelzellen sind wichtige Produzenten der EZM in 
Blutgefäßen, die sich innerhalb der Tunica media und Tunica adventitia der Gefäße 
befinden. Zusammen mit Endothelzellen, die die Tunica intima bilden, welche die 
Gefäßwand zum Lumen hin abgrenzt, tragen sie mit ihrer EZM-Produktion 
wesentlich zu den mechanischen Eigenschaften des Blutgefäßes bei (siehe 
Abbildung 30). 
 
Abbildung 30: Dreischichtiger Wandaufbau eines Blutgefäßes am Beispiel der 
murinen Aorta, Wagenseil JE, Mecham RP. Vascular extracellular matrix and  
arterial mechanics. Physiol Rev. 2009; 89: 957-89 
Auf der linken Seite der Abbildung 30 befindet sich das Lumen der Arterie, rot 
angefärbt sind Endothelzellen der Tunica intima, in kräftigem Grün zeigen sich 
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elastische Fasern der Tunica media und vereinzelt elastische Fasern der Tunica 
adventitia. 
So sorgen vor allem in herznahen Gefäßen die maßgeblich von Endothelzellen 
gebildeten elastischen Fasern für die Elastizität der Gefäße. Die in der Tunica 
adventitia lokalisierten Kollagenfasern schützen das Gefäß dagegen vor 
Überdehnung.  
In den Gefäßen vorhandene Proteoglykane, die hauptsächlich von glatten 
Muskelzellen und Myofibroblasten produziert werden und als wesentlichen 
Bestandteil wie bereits in Kapitel 4.1.4 erläutert Glykosaminoglykan-Seitengruppen 
tragen, können nach ihrer Lokalisation in zwei Gruppen eingeteilt werden.  
In der Tunica media befinden sich hauptsächlich Hyalectine wie Versican und 
Aggrecan, die große Komplexe mit Hyaluronsäure eingehen und mechanische 
Kompression auf die Gefäßwand abfangen (siehe Kapitel 4.1.5, Abbildung 13). In der 
angrenzenden Tunica adventitita hingegen befinden sich kleine Leucin-reiche 
Proteoglykane, wie z.B. Decorin, die wie bereits zuvor erwähnt die Kollagenfibrillen-
Assoziation maßgeblich beeinflussen.  
Durch Hoffmann-Kim et al. konnte gezeigt werden, dass vaskuläre Myofibroblasten 
in der Zellkultur grundsätzlich sGAG bilden und diese im Medium nachweisbar sind. 
Im Gegensatz zu dem hier angewendeten Modell der statischen Kultivierung im 
Fibringel, wurden die Zellen jedoch 2-dimensional in Zellkulturflaschen kultiviert 23.  
In der 2-dimensionalen Kultur haben die Zellen jedoch längst nicht so große 
Möglichkeiten zur EZM-Bildung wie im Fibringel. So verwundert es nicht, dass dort 
schon nach 7 Tagen die höchsten Konzentrationen an sGAG im Medium zu finden 
sind. Dies könnte darauf zurückzuführen sein, dass sich schon nach kurzer Zeit eine 
Sättigung des perizellulären Raums in Bezug auf Glykosaminoglykane bzw. 
Proteoglykane einstellt, da die Möglichkeiten einer EZM-Bildung im 2-
dimensionalen Raum begrenzt sind.  
Anders verhält es sich im 3-dimensionalen Fibringel. Dort haben die Zellen die 
Möglichkeit Fibrinolyse zu betreiben, Räume zu eröffnen und in weitaus größerem 
Umfang EZM-Strukturen zu bilden. Die gebildeten sGAG und Proteoglykane können 
darüber hinaus direkt in die EZM eingebaut werden, da zu ihrer Biosynthese kein 
extrazelluläres Processing wie z.B. bei der Kollagen-oder Elastinfasersynthese 
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notwendig ist. Es besteht also auch zu Beginn des Kultivierungszeitraums kein 
Grund dafür, dass die Glykosaminoglykane und Proteoglykane in großen Mengen in 
das Bioreaktormedium abgegeben werden.  
Dies könnte sich jedoch dann ändern, wenn durch Anpassung der 
Kultivierungsbedingungen die Produktion derselben gesteigert werden würde. 
Hier kommt ein wichtiger, die Produktion von sGAG und Proteoglykanen steigender 
Faktor ins Spiel: mechanischer Stress. 
Die Anwendung von mechanischem Stress zur Steigerung der Glykosaminoglykan-
bzw. Proteoglykan-Synthese wurde bereits erfolgreich getestet. Gupta et al. 
entwickelten dazu ein 3-dimensionales Modell, mit dem auf ein Kollagengel, 
wahlweise uni-(B) oder biaxialer Zug (C) ausgeübt werden kann (siehe Abbildung 
31).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 31: Modell zur Steigerung der Glykosaminoglykan- und Proteoglykan-
synthese 
Das Kollagengel befindet sich in einer kreuzförmigen Gussform aus Silikon. Ein Netz 
aus Polyester (A), welches in das Kollagengel eingegossen wurde und mit der 
Gussform befestigt ist, vermittelt den Zug während des Kultivierungszeitraums.  
Mit diesem Modell untersuchten Gupta et al. die Fähigkeit valvulärer interstitieller 
Zellen einer porcinen Mitralklappe zur Glykosaminoglykan-124 bzw. 
 
C 
Silikon Gussform 
A 
B 
60 mm 
20 mm 
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Proteoglykansynthese 125. Tatsächlich war der Gehalt an Glykosaminoglykanen bzw. 
Proteoglykanen, wie Decorin und Biglycan größer in Konstrukten, die 
mechanischem Zug ausgesetzt waren.  
Gupta et al. konnten also zeigen, dass die Synthese von bestimmten 
Glykosaminoglykanen und Proteoglykanen durch mechanischen Zug gesteigert 
werden kann. Doch kann man diesen Zusammenhang nicht auf alle 
Glykosaminoglykane und Proteoglykane übertragen; es kommt vielmehr auf die Art 
der mechanischen Belastung an. 
Erfährt ein tissue engineertes Konstrukt, z.B. eine Herzklappe im Rahmen einer 
dynamischen Kultivierung kompressive Belastungen, so werden in erster Linie auch 
Proteoglykane gebildet, die diese mechanischen Belastungen kompensieren 
können, z.B. Aggrecan und Versican, welche Chondroitinsulfat-Seitengruppen (vgl. 
Kapitel 4.1.5) tragen. Diese können immunhistologisch nachgewiesen werden und 
werden bereits als Parameter zur Beurteilung des Reifegrades der EZM der 
Herzklappen nach der Reifungsphase herangezogen 126.  
 
7.4.2 Verwendung „gepoolter“ Zellen zur Besiedlung der Fibringele 
Wie bereits in Kapitel 5.7 dargestellt, wurden die Zellen zur Herstellung der 
Fibringele „gepoolt“, um einerseits eine ausreichende Zellzahl zu erreichen und 
andererseits interindividuelle Unterschiede zwischen den Nabelschnurspendern zu 
minimieren, da diese nicht Gegenstand der Betrachtung dieser Dissertation sind. 
Damit ließen sich die erhobenen Messwerte jedoch rein deskriptiv beschreiben; 
eine statistische Überprüfung der Konzentrationssunterschiede bzw. der 
unterschiedlichen mechanischen Reißfestigkeit anhand einer univariaten 
Varianzanalyse ist aufgrund der Tatsache des „Poolens“ der Zellen nicht möglich 
und stellt einen gravierenden Nachteil dar. Um eine Aussage über die statistische 
Signifikanz der erhobenen Messwerte zu treffen, dürften die Zellen verschiedener 
Individuen nicht „gepoolt“ werden. Inwiefern interindividuelle Unterschiede der 
Nabelschnurspender dann einen Störeinfluss im Vergleich der Messwerte darstellen 
müsste in Folgestudien untersucht werden, wobei die Ergebnisse dieser Dissertation 
als Orientierungshilfe dienen können. 
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7.4.3 Bewertung des Blyscan® Assays 
Ein zentraler Aspekt der Zielsetzung dieser Dissertation ist die Evaluierung eines 
neuen Messverfahrens zur Überprüfung des sGAG-Gehalts in 
Bioreaktormediumproben. Wie bereits in Kapitel 5.5 erwähnt, wurde bereits vor 
ungefähr 40 Jahren eine quantitative Methode zum Nachweis von sGAG entwickelt. 
Diese wurde stetig weiterentwickelt und ist heute als Blyscan® Assay kommerziell 
erhältlich. 
Der Assay erweist sich als sehr anwenderfreundlich und ist den Instruktionen des 
Herstellers gemäß schnell durchzuführen. Der einzige praktische Nachteil ist, dass 
das Präzipitat aus Farbe und sGAG sich leicht aus dem Eppendorf-Reaktionsgefäß 
beim Verwerfen des Überstandes löst und im ungünstigsten Fall mit 
ausgeschwemmt wird. Dieser Schritt bedarf einer gewissen Übung, das Handling ist 
aber erlernbar.  
Die Extraktion der sGAG aus den Fibringelen mit dem Enzym Pronase verlief 
problemlos. Der Assay bietet zwar grundsätzlich die Möglichkeit Heparin und 
Heparansulfate anhand des Verhältnisses von N-zu O-sulfatierten Hexosaminen von 
Chondroitin-, Keratan und Dermatansulfat zu unterscheiden, weiter spezifiziert 
werden diese jedoch nicht. Er ist also im Tissue Engineering-Prozess nur dann 
sinnvoll anzuwenden, wenn das Expressionsmuster der sGAG in dem zu 
untersuchenden Gewebe bereits bekannt ist, und lediglich der Verlauf der 
Gewebereifung in Bezug auf den Gehalt an sGAG beurteilt werden soll.  
Um den Blyscan®-Assay als Verfahren zur Messung von sGAG in Bioreaktor-bzw. 
Zellkulturmedien weiterempfehlen zu können, muss noch der Beweis angetreten 
werden, dass der Assay überhaupt zur Messung von Zellkultur-bzw. 
Bioreaktormedien geeignet ist.  
Um dieser Frage auf den Grund zu gehen, wurden Aliquots aus frischem Medium 
mit einer definierten Menge des mitgelieferten Standards bekannter Konzentration 
versetzt und daraufhin die Messergebnisse mit der Formel, die auf Basis der 
Standardkurve erstellt wurde (siehe Kapiel 6.1, Formel 2), überprüft.  
Die Ergebnisse aus diesem Vergleich sind in der folgenden Tabelle 7 wiedergegeben: 
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Nachweis von Chondroitinsulfat im Bioreaktormedium 
Chondroitin-
sulfat hinzu-
gegeben in µg 
Messung 
1 
Messung 
2 
Mittelwert Leerwert 
Medium 
korrigierter 
Messwert *) 
Chondroitin-
sulfat 
berechnet in µg 
0 0,0655 0,0651 0,0655 0,06385 0,00165 -0,1147 
1 0,2428 0,2497 0,2428 0,06385 0,1789 1,06383 
2 0,3855 0,4049 0,3855 0,06385 0,3216 2,01263 
3 0,5613 0,5759 0,5613 0,06385 0,4974 3,1815 
4 0,714 0,7205 0,714 0,06385 0,6501 4,1968 
5 0,8217 0,8694 0,8217 0,06385 0,7576 4,9116 
 
*) korrigierter Messwert = Mittelwert-Leerwert PBS 
Tabelle 7: Nachweis von Chondroitinsulfat im Bioreaktormedium 
 
Die geringen Abweichungen zwischen der in µl hinzugegebenen Menge an 
Chondroitinsulfat und der mit der angegebenen Formel berechneten Konzentration 
sind auf Messungenauigkeiten bzw. Fehler beim Pipettieren zurückzuführen.  
Damit kann der Assay grundsätzlich durchaus zur Messung des Gehalts an sGAG in 
Zellkultur-bzw. Bioreaktormedien und Fibringelen dienen, jedoch verbleiben zwei 
entscheidende Nachteile: Zum einen ist das Detektionslimit des Assays mit 0,5 µg / 
100 µl Extrakt relativ hoch, da die Produktionsraten vergleichbarer Myofibroblasten 
< 1 ng / Zelle betragen 23. Hier würde es sich anbieten auf eine andere Methoden 
mit geringerem Detektionslimit im Bereich von Nanogramm zurückzugreifen, wie 
sie beispielsweise vor einigen Jahren von Björnsson vorgestellt wurde 127. Zum 
anderen bietet der Assay nicht die nötige Trennschärfe um die Untergruppen der 
sGAG zu identifizieren. 
 
7.5 Bewertung der sGAG als Online-Marker 
Die Idee, sGAG als Marker in Körperflüssigkeiten oder auch in Kulturmedien 
einzusetzen, kam bereits Mitte der 80er Jahre auf. In der Human- aber auch in der 
Veterinärmedizin war man auf der Suche nach Markern für Erkrankungen, die mit 
einer Korpelschädigung einhergehen, wie z.B. die Osteoarthritis. Man fand bei 
Untersuchungen des Serums von erwachsenen Osteoarthritis-Patienten heraus, 
dass diese erhöhte Level von dem sGAG Keratansulfat aufwiesen 128. Weitere 
Studien folgten und präzisierten die diagnostische Wertigkeit von Keratansulfat als 
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Marker für die Knorpeldegeneration, während andere Studien wiederum 
Chondroitinsulfat als Marker für die Knorpelsynthese identifizierten 129,130. Anhand 
dieses Beispiels wird deutlich, dass womöglich augrund der allgemeinen 
Identifizierung von sGAG z.B. im Kulturmedium keine Aussage über den Reifegrad 
des Gewebes gemacht werden kann, sofern, wie bereits im vorigen Kapitel erwähnt, 
das sGAG-Expressionsmuster nicht bekannt ist.  
Da mit dem Modell der im Fibringel statischen kultivierten Myofibroblasten kein 
Nachweis von sGAG im Medium erbracht werden konnte, bleibt die Fragestellung 
ob sGAG als Online-Marker im Tissue Engineering eingesetzt werden können, 
unbeantwortet. Die Ursachen dafür können vielfältig sein, wie bereits in den 
vorangegangen Kapiteln dargelegt.  
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8. Zusammenfassung 
Aus den vorangegangenen Kapiteln mag die Bedeutung der EZM für das Tissue 
Engineering und die Notwendigkeit einer sicheren, validen und reliablen 
Messmethode zur „online“ Überwachung ihres Reifungsprozesses im Sinne einer 
Qualitätskontrolle ersichtlich geworden sein. 
Auch wenn die Evaluierung von sGAG als Online-Marker der Extrazellularmatrix-
Synthese mit dem in dieser Dissertation verwendeten Modell nicht abgeschlossen 
werden konnte, wurden doch einige interessante Zusammenhänge erkannt, die 
eine weitere Forschung auf diesem Gebiet sinnvoll erscheinen lassen. Die 
wesentlichen Erkenntnisse dieser Arbeit können wie folgt zusammengefasst 
werden: 
 
 Myofibroblasten aus humanen Nabelschnurarterien stellen eine geeignete 
Zellquelle zur Synthese von sGAG dar 
 der sGAG-Gehalt in mit Myofibroblasten kultivierten Fibringelen nimmt über 
einen Zeitraum von 24 Tagen stetig zu 
 in dem hier gewählten Modell der statischen Kultivierung ohne 
mechanischen Stimulus sind im das Fibringel umgebende Bioreaktormedium 
keine sGAG nachzuweisen 
 die mechanische Reißfestigkeit der Fibringele nimmt nach initialem 
Stabilitätsverlust durch den einsetzenden Fibrinolyse-Prozess über den 
Kultivierungszeitraum ab dem 6. Tag durch Produktion von 
stabilitätsgebenden EZM-Komponenten zu 
 der Blyscan® Assay ist prinzipiell ein geeignetes Verfahren zum Nachweis von 
sGAG in Fibringelen und Zellkultur-bzw. Bioreaktormedien, bietet aber 
entscheidende Nachteile aufgrund seines Detektionslimits und der 
mangelnden Trennschärfe bei der Identifizierung der sGAG-Untergruppen 
 
Die Idee der sGAG als „Online-Marker“ sollte keinesfalls verworfen werden. Auf der 
Basis der in dieser Dissertation gewonnenen Erkenntnisse sollte das Prinzip „Online-
Marker“ nun anhand anderer Modelle untersucht werden. Gerade im Bereich des 
Tissue Engineerings von Herzklappen und Gefäßen würde das Monitoring von sGAG 
einen wertvollen Beitrag einerseits zur generellen Überwachung des 
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Reifungsprozesses der EZM und andererseits zur Optimierung des 
Implantationszeitpunktes leisten. Konnten in der statischen Kultivierung ohne 
mechanischen Stimulus keine sGAG im Bioreaktormedium nachgewiesen werden, 
so wäre es interessant zu klären, ob ein Nachweis unter dynamischen 
Kultivierungsbedingungen gelänge. Idealerweise würde ein solches Modell mit einer 
möglichst geringen Menge an Bioreaktormedium auskommen. Desweiteren sollte 
das angewendete Messverfahren grundsätzlich die Möglichkeit bieten, zwischen 
den sGAG-Untergruppen zu differenzieren. Abschließend bleibt noch zu sagen, dass 
die sGAG lediglich einen Teil der EZM-Komponenten darstellen. Für ein 
umfassendes Gesamtbild über die EZM und die Möglichkeiten des in vitro-
Monitorings ihrer Synthese, sei auf den Artikel „Non-Destructive Analysis of 
Extracellular Matrix Development in Cardiovascular Tissue-Engineered Constructs“ 
verwiesen. Ein optimaler Ansatz zur Überwachung der EZM-Synthese im Tissue 
Engineering-Prozess sollte selbstverständlich auch die Kollagen-und Elastinsynthese 
mitberücksichtigen, um eine umfassende Aussage über den Reifungsgrad des tissue 
engineerten Gewebes zu ermöglichen. 
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9. Abkürzungsverzeichnis 
Abkürzung Bedeutung 
CSGAG Chondroitinsulfat 
CSPG-2 Chondroitinsulfat Proteoglykan 2 
DAB 3,3'-Diaminobenzidin 
DMEM Dulbecco‘ s Modified Eagle Medium 
DMSO Dimethylsulfoxid 
DSGAG Dermatansulfat 
EGF Epidermal Growth Factor 
ER Endoplasmatisches Retikulum 
EZM Extrazelluläre Matrix 
FCS Fetales Kälberserum 
GAGs Glykosaminoglykane 
Gal β-D-Galactose 
GlcA β-D-Glucuronsäure 
HA Hyaluronsäure 
HSGAG Heparansulfat 
HSP 47 heath shock protein 47 
IdoA L-Iduronsäure 
KSGAG Keratansulfat 
MMP Matrix-Metalloproteinase 
NSF National Science Foundation 
PBS Phosphate-Buffered Saline 
PG-M Proteoglykan-M 
PGs Proteoglykane 
rER raues Endoplasmatisches Retikulum 
sGAGs sulfatierte Glykosaminoglykane 
SLRPs kleine Leucin-reiche Proteoglykane 
TBS Tris-Buffered Saline 
tPA tissue-type-plasminogen activator 
uPA urokinase-type-plasminogen-activator 
VIC valvular interstitial cell 
vSMC vascular smooth muscle cell 
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11. Anhang 
11.1 Messwerte der Standardkurve zum Blyscan® Assay vom 10.08.2010 
Chondroitinsulfat 
(100 µg/ml) in µg 
Messung 1 Messung 2 Mittelwert 
Leerwert 
PBS 
korrigierter 
Messwert *) 
0 0,0596 0,08 0,0698 0,06745 0,00235 
1 0,2495 0,2568 0,25315 0,06745 0,1857 
2 0,4175 0,4148 0,41615 0,06745 0,3487 
3 0,505 0,4804 0,4927 0,06745 0,42525 
4 0,7041 0,7117 0,7079 0,06745 0,64045 
5 0,8339 0,8353 0,8346 0,06745 0,76715 
 
*) korrigierter Messwert = Mittelwert-Leerwert PBS 
Tabelle 8: Für die Erstellung der Standardkurve zugrunde liegende Werte 
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11.2 sGAG-Konzentration im Bioreaktormedium 
Tag Code 
Mediumproben 
Hintergrundwerte des frischen 
Mediums 
Messung 1-4 Mittelwert Messung 1 Messung 2 Mittelwert 
0 M0 - - 0,0637 0,064 0,06385 
3 M3-C1 0,0646 
0,06398 0,0638 0,0642 0,064 
M3-C2 0,0642 
M3-C3 0,0636 
M3/24-C 0,0635 
6 M6-A4 0,0633 
0,06348 0,0641 0,0641 0,0641 
M6-A5 0,0638 
M6-A6 0,0635 
M6/24-D 0,0633 
9 M9-C1 0,0644 
0,06393 0,0638 0,0645 0,0642 
M9-C2 0,0636 
M9-C3 0,0644 
M9/24-C 0,0633 
12 M12-A1 0,0632 
0,063975 0,0638 0,0638 0,0638 
M12-A2 0,064 
M12-A3 0,0649 
M12/24-D 0,0638 
15 M15-C4 0,0632 
0,06343 0,0637 0,0634 0,06355 
M15-C5 0,0633 
M15-C6 0,0635 
M15/24-C 0,0637 
18 M18-A4 0,0638 
0,06373 0,0646 0,0634 0,064 
M18-A5 0,0635 
M18-A6 0,0637 
M18/24-D 0,0639 
21 M21-C1 0,0636 
0,06383 0,064 0,0636 0,0638 
M21-C2 0,0634 
M21-C3 0,064 
M21-C 0,0643 
24 M24-A1 0,0639 
0,06365 
an diesem Tag wurde keine Medium-
proben für den Hintergrundwert ent-
nommen, da der Versuch planmäßig 
beendet wurde 
M24-A2 0,0643 
M24-A3 0,0637 
M24-D3 0,0627 
Tabelle 9: Messwerte der Mediumproben 
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11.3 sGAG-Konzentration im Fibringel 
Tag Code 
Fibringele mit Zellen Hintergrundwert der Fibringele ohne Zellen 
Messung 
1-4 
sGAG in 
µg / 100µl 
Mittelw. SD 
Messung 
1-4 
Wert in 
µg / 100µl 
Mittelw. SD 
3 
G3-B1 0,0663 0,3152 
0,3120 0,0321 
0,0482 0,1948 
0,2025 0,0138 
G3-B2 0,0674 0,3225 0,0499 0,2061 
G3-B3 0,0705 0,3431 0,052 0,2201 
G3-BS 0,0591 0,2673 0,0473 0,1888 
6 
G6-B4 0,0729 0,3590 
0,3379 0,0270 
0,046 0,1802 
0,1822 0,0083 
G6-B5 0,0707 0,3444 0,0481 0,1941 
G6-B6 0,0715 0,3497 0,0459 0,1795 
G6-BS 0,0638 0,2985 0,0452 0,1749 
12 
G12-
B1 
0,1026 0,5565 
0,5655 0,0317 
0,0462 0,1815 
0,2040 0,0197 
G12-
B2 
0,1052 0,5738 0,0483 0,1955 
G12-
B3 
0,1097 0,6037 0,0508 0,2121 
G12-
BS 
0,0983 0,5279 0,053 0,2267 
18 
G18-
B4 
0,125 0,7055 
0,6567 0,0564 
0,0432 0,1616 
0,1953 0,0342 
G18-
B5 
0,1167 0,6503 0,055 0,2400 
G18-
B6 
0,1229 0,6915 0,0456 0,1775 
G18-
BS 
0,1061 0,5798 0,0493 0,2021 
24 
G24-
B1 
0,1259 0,7114 
0,7294 0,0272 
0,0505 0,2101 
0,1988 0,0176 
G24-
B2 
0,1346 0,7693 0,0469 0,1862 
G24-
B3 
0,1278 0,7241 0,0462 0,1815 
G24-
BS 
0,1261 0,7128 0,0516 0,2174 
 
Tabelle 10: Messwerte der Fibringele 
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11.4 Mechanische Reißfestigkeit der Fibringele 
Tag 
Fibringele mit Zellen 
Messung 1 Messung 2 Messung 3 Mittelwert SD 
3 53,57 53,55 46,23 51,12 4,23 
6 46,04 42,22 34,60 40,95 5,82 
12 60,66 55,32 67,52 61,17 6,12 
18 105,34 74,07 83,99 87,80 15,98 
24 134,32 132,04 97,72 121,36 20,50 
Tabelle 11: Mechanische Reißfestigkeit der Fibringele 
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